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Para evitar confusiones, las abreviaturas empleadas en el presente trabajo para denominar a los 
poliomavirus y herpesvirus son las recomendadas por el Comité Internacional de Taxonomía de 
Virus, ICTV (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/ICTVdb/index.htm). 
 
aa Aminoácido 
ADN Ácido desoxirribonucleico 
APyV Poliomavirus aviar 
ARN Ácido ribonucleico 
ATP Adenosin trifosfato 
BatPyV Poliomavirus de murciélago 
BKPyV Poliomavirus BK 
BPyV Poliomavirus bovino 
BPyV2 Poliomavirus del babuino 2 
CaPyV Poliomavirus del canario 
CH Cistitis hemorrágica 
ChPyV Poliomavirus del chimpancé 
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CNM Centro Nacional de Microbiología 
CPyV Poliomavirus del cuervo 
CyPV Poliomavirus del mono cangrejero 
Egr-1 Proteína del factor de crecimiento 
FPyV Poliomavirus del pinzón 
GHPyV Poliomavirus hemorrágico del ganso 
HaPyV Poliomavirus del hámster 
HHV Virus herpes simple 
HHV-4 Virus Epstein-Barr 
HHV-5 Citomgalovirus 
HHV-6 Virus herpes 6 
HLA Antígenos leucocitarios humanos 
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HPyV7 Poliomavirus humano 7 
HPyV9 Poliomavirus humano 9 
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JCPyV Poliomavirus JC 
KIPyV Poliomavirus KI 
LCR Líquido cefalorraquídeo 
  IV 
 
 
LMP Leucoencefalopatía multifocal progresiva 
LPyV Poliomavirus B-linfotrófico 
MCPyV Poliomavirus de las células de Merkel 
MLA Marco de lectura abierto 
MPtV Virus pneumotrópico de ratón 
MPyV Poliomavirus de ratón 
NAPV Nefropatía asociada a poliomavirus humanos 
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OraPyV2 Poliomavirus del orangután de Sumatra 
ORI Origen de replicación 
pb Pares de bases 
PCR Reacción en cadena de la polimerasa 
PLT Proteína líder temprana 
PP2A Fosfatasa 2A 
pRb Proteína del retinoblastoma 
PSV Partículas semejantes a virus 
RatPyV Poliomavirus de la rata atímica 
RE Retículo endoplásmico 
RKV Virus vacuolante del riñón de conejo 
SA12 Poliomavirus de babuino 1 
SI Sistema Inmune 
SLN Señal de localización nuclear 
SLPyV Poliomavirus del león marino de California 
SNC Sistema nervioso central 
SqPyV Poliomavirus del mono ardilla 
SRI Síndrome de reconstitución inmune 
SV40 Virus del simio 40 
TAAA Terapia antirretroviral altamente activa 
TMO Trasplante de médula ósea 
TSPyV Poliomavirus asociado a la tricodisplasia espinulosa 
VIH Virus de la inmunodeficiencia humana 
WUPyV Poliomavirus WU 
 




Human polyomavirus BK (BKPyV) is the aetiological agent of polyomavirus-associated 
nephropathy (PVAN) and of hemorrhagic cystitis (HC) while human polyomavirus JC (JCPyV) is 
associated with progressive multifocal leukoencephalopathy (PML). However, JCPyV can give rise 
to PVAN and HC and BKPyV has been detected in cerebrospinal fluid samples (CSF) from 
patients with Central Nervous System (CNS) disease, including PML. During the period 1998–
2011, 2,406 CSF samples from patients with suspected JCPyV infection were tested for the 
presence of BKPyV, JCPyV, and SV40 large T antigen DNA by a multiplex PCR assay in the 
National Centre of Microbiology. Twenty neurological patients with at least one BKPyV DNA-
positive CSF specimen were identified.  
Firstly, an internally-controlled multiplex real-time PCR was developed and showed to be suitable 
for the diagnosis of polyomavirus BK and JC infection, providing a sensitive, reproducible and 
specific quantification of the viral load of both viruses in samples of patients with associated 
pathologies. The present method was used to quantify BKPyV in the CSF of neurological patients 
for the first time, showing a median of 9 x 10
3




 copies/ml) and no 
differences were observed with JCPyV viral load in PML patients. 
Secondly, BKPyV non coding control region (NCCR) sequences from the 20 neurological patients 
were determined and compared to NCCR sequences from BKPyV variants present in renal 
transplant recipients, bone marrow transplant recipients and healthy pregnant women. The 
archetypal conformation of BK polyomavirus regulatory region was predominant in the 
neurological patients and in other groups of patients and controls and, therefore, rearrangements are 
not sufficient per se to to induce neurotropism. Five out of six early and four out of six late 
rearranged promoters from BK polyomavirus neurological strains showed significantly higher 
activity than the corresponding archetypal promoter in transfection studies with Vero cells. 
Thirdly, the entire VP1 protein sequence of 14 of the 20 neurological BKPyV isolates was 
determined and compared to VP1 sequences from strains circulating in patients with other 
pathological conditions such as renal transplant recipients and bone marrow transplant recipients 
and from healthy pregnant women. Our results revealed that VP1 reference sequence was the most 
common in the CSF of the neurological patients and that subtype I was predominant in all patients 
groups. This suggests that VP1 polymorphism is not strictly necessary or sufficient for BKPyV-
associated pathology and that specific strains are not related to a specific clinical manifestation. 
However, a significant accumulation of amino acid substitutions in the BC loop of VP1, while a 
decreased tendency for EF loop mutations was found. Molecular modelling calculations indicated 
that the VP1 mutants may have altered host cell receptor binding properties.  





La historia de los poliomavirus comienza en el año 1953 cuando Ludwig Gross de forma accidental 
aísla el primer poliomavirus como un agente contaminante de cultivos del virus de la leucemia de 
ratón [Gross, 1953a]. Una vez inoculado en ratones, observó que el retrovirus aislado no sólo 
provocaba la aparición de  leucemia sino de adenocarcinomas en las glándulas parótidas [Gross, 
1953b]. Además la inoculación, en ratones recién nacidos, de extractos de los tumores de las 
glándulas parótidas inducía en los mismos la aparición de muchos tipos de tumores diferentes 
[Gross, 1954]. Dicho agente fue identificado como un virus y denominado poliomavirus de ratón 
refiriéndose a su capacidad de producir múltiples tumores en ratones (en griego poli- significa 
mucho y –oma se refiere a cáncer) [Stoner, 2001]. 
La poliomavirus, o virus pertenecientes a la familia Polyomaviridae, se caracterizan por ser virus 
pequeños, sin envuelta y de cápside icosaédrica cuyo genoma es una única molécula de ADN 
bicatenario [Imperiale, 2007]. Los poliomavirus infectan a una gran variedad de vertebrados y más 
específicamente, a aves y mamíferos, incluído el hombre [Johne et al., 2011; zur Hausen, 2008]. 
En la actualidad, se conocen nueve poliomavirus humanos: BK (BKPyV), JC (JCPyV), KI 
(KIPyV), WU (WUPyV), el poliomavirus de las células de Merkel (MCPyV), el poliomavirus 
humano 6 (HPyV6), el poliomavirus humano 7 (HPyV7), el poliomavirus asociado a la 
tricodisplasia espinulosa (TSPyV) y el poliomavirus humano 9 (HPyV9). De los poliomavirus que 
infectan a humanos los más conocidos son el BKPyV y el JCPyV, ambos descritos en 1971 
[Gardner et al., 1971; Padgett et al., 1971]. El descubrimiento de los restantes poliomavirus 
humanos se ha producido a partir del año 2007 hasta la actualidad [Allander et al., 2007; Feng et 
al., 2008; Gaynor et al., 2007; Scuda et al., 2011; Schowalter et al., 2010; van der Meijden et al., 
2010]. Hasta el momento, sólo el BKPyV, el JCPyV, el MCPyV y el TSPyV han demostrado estar 
asociados a patología en humanos [Feng et al., 2008; Gardner et al., 1971; Padgett et al., 1971; van 
der Meijden et al., 2010]. 
2.2.-CLASIFICACIÓN DE LOS POLIOMAVIRUS  
Según el reciente informe del grupo de estudio de la familia Polyomaviridae del Comité 
Internacional de Taxonomía de Virus (ICTV), los virus pertenecientes a la familia Polyomaviridae  
se subdividen en dos géneros de virus de mamíferos, Orthopolyomavirus y Wukipolyomavirus y un 
género de virus de aves, Avipoliomavirus. Los criterios en los que se fundamenta esta clasificación 
  INTRODUCCIÓN     3 
 
 
son: (i) el rango de hospedadores, (ii) el repertorio genético y (iii) la identidad de la secuencia de 
ADN de los genomas completos (81-84% para las especies y para los géneros a la espera de un 
mejor criterio) [Johne et al., 2011]. 
 Las principales diferencias entre poliomavirus de mamíferos y de aves que han permitido la 
consistente diferenciación de ambos grupos se enumeran a continuación: 
a) Rango de hospedadores 
Mientras que los poliomavirus de mamíferos muestran una gran especificidad de hospedadores 
y de tejidos in vivo e in vitro, los poliomavirus de aves manifiestan un amplio rango de 
hospedadores y son capaces de replicar en una gran variedad de tejidos [Johne et al., 2011; 
White et al., 2009]. Los poliomavirus aviar (APyV) y hemorrágico del ganso (GHPyV), por 
ejemplo, infectan a distintas especies de aves [Johne and Muller, 2007; Pingret et al., 2008] 
b) Capacidad oncogénica in vivo y de transformación in vitro 
Los poliomavirus de mamíferos tienen capacidad de transformar células in vitro y de producir 
tumores in vivo gracias a la expresión de sus proteínas tempranas las cuáles interaccionan con 
proteínas celulares del hospedador como p53 o la proteína del retinoblastoma (pRb)[Moens and 
Johannessen, 2008]. El MCPyV es el primer poliomavirus que ha podido ser asociado de forma 
consistente con la aparición de un proceso oncogénico como el carcinoma de Merkel [Feng et 
al., 2008; Kassem et al., 2008]. Esta capacidad tumorogénica tanto in vivo como de 
transformación in vitro en cultivos celulares parece estar ausente de los poliomavirus de aves 
[zur Hausen, 2008]. 
c) Sintomatología de la primoinfección.  
En general, la infección primaria de los poliomavirus de mamíferos no está asociada a síntomas 
clínicos o son leves [Goudsmit et al., 1981; Goudsmit et al., 1982]. Por supuesto, existen 
excepciones y el poliomavirus pneumotrópico de ratón produce una patología grave y aguda en 
ratones recién nacidos. Además, en el caso del BKPyV y el JCPyV, las consecuencias de esta 
primoinfección en pacientes imunodeprimidos, como los trasplantados o los pacientes VIH-
positivos, son mucho más graves. Por el contrario, los poliomavirus de aves, o al menos los dos 
que se han estudiado más detalle, el APyV y el GHPyV, dan lugar a enfermedades 
inflamatorias agudas y crónicas sobre todo en aves jóvenes [Johne and Muller, 2007]. El APyV 
produce la enfermedad del polluelo de periquito y el GHPyV da lugar a cistitis hemorrágica y 
enteritis en crías de ganso [Guerin et al., 2000; Muller and Nitschke, 1986].  
 
 
  INTRODUCCIÓN     4 
 
 
d) Estructura genómica.  
Los poliomavirus de mamíferos y aves difieren, asimismo, en su estructura genómica. Por 
ejemplo, en varios poliomavirus de aves, entre ellos el APyV, se genera la proteína VP4 que no 
existe en los poliomavirus de mamíferos, a partir de la región tardía de su genoma mediante 
“corte y empalme” alternativo (splicing alternativo) [Johne and Muller, 2003; Johne et al., 
2006]. Por otra parte, el dominio de unión a ADN del antígeno T en los poliomavirus de 
mamíferos difiere en la secuencia consenso, GAGGC, con la secuencia equivalente en los 
poliomavirus de aves, CC(A/T6)GG [Johne et al., 2006]. 
 
La división de los poliomavirus de mamíferos en los géneros Wukipolyomavirus, que contiene a los 
poliomavirus humanos KIPyV, WUPyV, HPyV6 y HPyV7, y Orthopolyomavirus, que incluye al 
resto de poliomavirus de mamíferos, se sustenta en la divergencia en la secuencia de nucleótidos 
existente entre los dos grupos. Dicha divergencia se puede observar en los árboles filogenéticos 
llevados a cabo con genomas completos pero es aún más patente si sólo se incluyen en el análisis, 
los genes tardíos [Johne et al., 2011]. 
En base a estos criterios, la clasificación de las especies de poliomavirus es la que se muestra a 
continuación: 
 
Tabla 2.1.- Especies de poliomavirus, abreviaturas, hospedadores, número de acceso en GenBank y referencias del 
artículo donde fueron descritos. 
Clasificación* Abreviatura Hospedador GenBank Referencia 
Género Orthopoliomavirus (especies del tipo SV40) 
Poliomavirus de babuino 1 SA12 Mono NC_007611 [Malherbe and Harwin, 
1963] 
Poliomavirus de murciélago BatPyV Murciélago NC_011310 [Misra et al., 2009] 
Poliomavirus B-linfotrófico LPyV Mono NC_004763 [zur Hausen and Gissmann, 
1979] 
Poliomavirus BK BKPyV Humano NC_001538 [Gardner et al., 1971] 
Poliomavirus del orangután de Borneo OraPyV1 Orangután NC_013439 [Groenewoud et al., 2010] 
Poliomavirus bovino BPyV Ganado 
vacuno 
NC_001442 [Rangan et al., 1974] 
Poliomavirus del león marino de California SLPyV León marino NC_013796 [Colegrove et al., 2010] 
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Clasificación* Abreviatura Hospedador GenBank Referencia 
Poliomavirus del hámster HaPyV Hámster NC_001663, 
AJ006015 
[Graffi et al., 1967] 
Poliomavirus JC JCPyV Humano NC_001699 [Padgett et al., 1971] 
Poliomavirus de las células de Merkel MCPyV Humano NC_010277 [Feng et al., 2008] 
Virus pneumotrópico de ratón MPtV Ratón NC_001505.2 [Kilham and Murphy, 
1953] 
Poliomavirus de ratón MPyV Ratón NC_001515 [Gross, 1953a] 
Virus del simio 40 SV40 Mono NC_001669 [Sweet and Hilleman, 
1960] 
Poliomavirus del mono ardilla SqPyV Mono NC_009951 [Verschoor et al., 2008] 
Poliomavirus del orangután de Sumatra OraPyV2 Orangután FN356901 [Groenewoud et al., 2010] 
Poliomavirus asociado a la tricodisplasia 
espinulosa 
TSPyV Humano NC_014361 [van der Meijden et al., 
2010] 
Otro virus que podría pertenecer al género Orthopoliomavirus 
Poliomavirus del chimpancé ChPyV Chimpancé AY691168 [Johne et al., 2005] 
Género Wukipolyomavirus (especies del tipo del Poliomavirus KI) 
Poliomavirus humano 6 HPyV6 Humano NC_014406 [Schowalter et al., 2010] 
Poliomavirus humano 7 HPyV7 Humano NC_014407 [Schowalter et al., 2010] 
Poliomavirus KI KIPyV Humano NC_009238 [Allander et al., 2007] 
Poliomavirus WU WUPyV Humano NC_009539 [Gaynor et al., 2007] 
Género Avipolyomavirus (especies del tipo del Poliomavirus aviar) 
Poliomavirus aviar APyV Loro y otras 
aves 
NC_004764.2 [Bernier et al., 1981; 
Bozeman et al., 1981] 
Poliomavirus del canario CaPyV Canario GU345044 [Halami et al., 2010] 
Poliomavirus del cuervo CPyV Grajilla NC_007922 [Johne et al., 2006] 
Poliomavirus del pinzón FPyV Camachuelo NC_007923 [Johne et al., 2006] 
Poliomavirus hemorrágico del ganso GHPyV Ganso NC_004800 [Guerin et al., 2000] 
Otros virus con similaridades a los poliomavirus a los que no se les ha asignado especie# 
Poliomavirus de la rata atímica RatPyV Rata - [Ward et al., 1984] 
Poliomavirus del babuino 2 BPyV2 Mono - [Gardner et al., 1989] 
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Clasificación* Abreviatura Hospedador GenBank Referencia 
Poliomavirus del mono cangrejero CyPV Mono - [Wognum et al., 1984] 
Virus vacuolante del riñón de conejo RKV Conejo - [Ito et al., 1966] 
Adaptado y completado a partir de Johne et al., 2011. 
. 
* El poliomavirus humano 9 (HPyV9) fue descrito después de que el ICTV llevara a cabo la presente  
revisión en la clasificación de la familia Polyomaviridae [Scuda et al., 2011]. Su número de acceso en GenBank es 
el HQ696595. 
# Debido a que la secuencia del genoma completo de estos virus no está disponible no ha sido posible asignarles 
especie. 
 
2.3.-CARACTERÍSTICAS ESTRUCTURALES DE LOS 
POLIOMAVIRUS  
2.3.1.-MORFOLOGÍA DEL VIRIÓN  
Los viriones de los poliomavirus son partículas desnudas de aproximadamente 40-45 nm de 
diámetro (Figura 2.1. a). Están compuestos por las proteínas estructurales VP1, VP2 y VP3, un 
genoma circular de doble cadena y las histonas celulares H2A, H2B, H3 y H4 [Imperiale, 2007].  
La cápsida posee simetría icosaédrica (T=7) y está formada  por 72 pentámeros cada uno de los 
cuáles contiene cinco moléculas de VP1 y una de VP2 o de VP3. Sólo las moléculas de VP1 están 
expuestas en la superficie de la cápsida [Liddington et al., 1991; Stehle et al., 1994] (Figura 2.1. 
b).  Los poliomavirus, a pesar de ser partículas desnudas, son muy resistentes a la inactivación por 
calor y por formalina y a los solventes lipídicos [Imperiale, 2007]. 
 
Figura 2.1.- a) Micrografía electrónica de viriones de poliomavirus, b) Esquema de la arquitectura del virión de 
poliomavirus. 
Amablemente cedida por el Servicio de Microscopía Electrónica del Instituto de Salud Carlos III y tomado de Tsai and 
Qian, 2010, respectivamente. 
  INTRODUCCIÓN     7 
 
 
2.3.2.-ESTRUCTURA Y ORGANIZACIÓN DEL GENOMA  
El genoma de los poliomavirus es una molécula de ADN de aproximadamente 5 pares de kilobases 
de doble cadena y circular y codifica entre 5 y 9 proteínas. Se divide en tres partes: (i) la región 
temprana, que codifica las proteínas funcionales antígeno T y antígeno t, (ii) la región tardía, que 
codifica las tres proteínas de la cápsida VP1-3 y (iii) la región reguladora que contiene el origen de 
replicación bidireccional (ORI) y los promotores de la transcripción de las regiones temprana y 
tardía (Figura 2.2.) [Imperiale, 2007; White et al., 2009].  
 
Figura 2.2.-Representación esquemática del genoma de los poliomavirus. 
Adaptado de Moens et al., 2011. 
 
En la infección lítica, la transcripción de las regiones temprana y tardía se encuentra regulada 
temporalmente [Imperiale, 2007]. Antes de la iniciación de la síntesis de ADN, se transcribe la 
región temprana del genoma de los poliomavirus. La expresión de los antígenos T y t provoca que 
el ciclo celular entre en fase S permitiendo que el ADN replique. Asimismo, el antígeno T se une al 
ORI y coopera con la ADN polimerasa y otros factores celulares de replicación para iniciar la 
síntesis del ADN. La transcripción de la región tardía no tiene lugar hasta después del comienzo de 
la síntesis del ADN [White et al., 2009].  
En aquellas células no permisivas a la infección, sólo se transcriben las proteínas codificadas en la 
región temprana (antígenos T y t ) cuya expresión puede provocar la transformación de las mismas 
[White et al., 2009].  
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2.3.2.1.-LA REGIÓN TEMPRANA 
La región temprana codifica las proteínas tempranas, las cuáles se expresan antes del comienzo de 
la replicación del ADN. La transcripción del genoma de los poliomavirus en uno de los dos 
sentidos posibles a partir del ORI da lugar a los ARN mensajeros tempranos. Los intrones de los 
mismos son eliminados por la maquinaria celular al sufrir diferentes alterativas de “corte y 
empalme”, generando al menos dos ARN mensajeros tempranos que se traducen en los antígenos T 
y t [Imperiale, 2007].  
2.3.2.1.1.- El antígeno T 
El antígeno T es imprescindible para la replicación bidireccional del genoma de los poliomavirus, 
la cual se desencadena a partir de la unión del antígeno T a secuencias específicas del ORI [White 
et al., 2009]. El antígeno T también lleva a cabo una función 3’-5’ helicasa dependiente de ATP en 
dicho proceso de replicación viral [Goetz et al., 1988]. Asimismo, modula los promotores virales y 
es responsable del inicio de la transcripción de los genes tardíos. El antígeno T de algunos 
poliomavirus puede, asimismo, transformar células de diferentes especies e inducir tumores en 
modelos animales mediante diversos mecanismos entre los cuáles se incluyen las interacciones con 
Hsc70, pRb o p53[Moens et al., 2011]. 
Con el fin de llevar a cabo las mencionadas funciones, el antígeno T contiene un dominio helicasa 
y varios dominios funcionales de unión a ADN y a diversas proteínas celulares (Figura 2.3.). Entre 
las proteínas que se unen al antígeno T, se encuentran algunas implicadas en la replicación, como la 
proteína A [Collins and Kelly, 1991; Melendy and Stillman, 1993] o el complejo ADN polimerasa 
α-primasa [Dornreiter et al., 1992]; proteínas tumorales como pRb y p53 [Kierstead and Tevethia, 
1993; Schmieg and Simmons, 1988] o chaperonas celulares como Hsc70  que se unene al antígeno 
T mediante el denominado dominio DnaJ [Campbell et al., 1997; Sawai et al., 1994].  
 
Figura 2.3.- Dominios funcionales del antígeno T de los poliomavirus.  
LXCXE se une a proteínas de la familia del retinoblastoma como pRb, p107 y p130; ORI: origen de replicación; SLN: 
señal de localización nuclear; Zn: dedo de Zinc. Adaptado de Moens et al., 2011. 
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El antígeno T difiere mucho entre los diferentes poliomavirus humanos, siendo extremo en el caso 
del MCPyV, lo cual puede deberse a las propiedades oncogénicas exclusivas del mismo, como se 
explicará más adelante [Johnson, 2010].  
2.3.2.1.2.- El Antígeno t 
El antígeno t, por su parte, lleva a cabo un papel auxiliar de cooperación con el antígeno T. 
Contiene varios dominios funcionales entre los que destaca aquel que interacciona con la fosfatasa 
celular 2A (PP2A)  inactivándola, proceso implicado en la transformación celular [Sablina and 
Hahn, 2008; Yang et al., 1991]. 
2.3.2.1.3.- Otras proteínas tempranas 
Debido a diversas alternativas  de “corte y empalme”, se generan entre dos y cinco proteínas 
dependiendo del poliomavirus del que se trate. En los poliomavirus del ratón y del hámster, por 
ejemplo se genera un tercer ARN mensajero que da lugar al antígeno t medio. En el JCPyV, se 
producen una serie de ARN mensajeros a partir de los que se traducen las proteínas denominadas 
T’135, T’136 y T’165 [Trowbridge and Frisque, 1995] las cuáles pueden unirse a proteínas de la 
familia del retinoblastoma e inducir la transformación de células [Moens et al., 2007]. El BKPyV 
genera un ARN mensajero que se traduce en un Antígeno T truncado [Abend et al., 2009b].  
Finalmente, en el SV40 existe un marco de lectura abierto que codifica una proteína denominada 
17kT o antígeno t diminuto [Riley et al., 1997]. Se ha visto que los poliomavirus humanos BKPyV, 
JCPyV, MCPyV codifican proteínas similares (Tabla 2.2.). 
























SV40 5243 708 174 62 364 352 234 125 17Kt, SPLT
#
 Sí 
BKPyV 5141 695 172 66 362 351 232 MLA posible BPLT Sí 
JCPyV 5130 688 172 71 354 344 225 MLA posible JPLT,T’135, 
T’136,T’165 
Sí 
LPyV 5270 697 189 Ausente 368 356 237 Ausente ? ? 
KIPyV 5040 641 191 Ausente 378 400 257 Ausente ? ? 
WUPyV 5229 648 194 Ausente 369 415 272 Ausente ? ? 
  INTRODUCCIÓN     10 
 
 
MCPyV 5387 818 186 Ausente 423 241 196 Ausente 57 kT Sí 
HPyV6 4926 669 190 Ausente 387 336 215 Ausente ? ? 
HPyV7 4949 671 193 Ausente 380 329 209 Ausente ? ? 
TSPyV 5232 698/692* 199 Ausente 376 313 195 Ausente ? ? 
HPyV9 5026 690 189 Ausente 371 352 233 Ausente ? ? 
Adaptado de Moens et al., 2011. 
 
@ pb: pares de bases; & aa: aminoácidos; $ MLA: marco de lectura abierto; # PLT: proteína líder temprana ; * dos 
posibles variantes por las diferentes alternativas de “corte y empalme”. 
2.3.2.2.-LA REGIÓN TARDÍA 
La transcripción de la región tardía genera las proteínas tardías estructurales, las cuáles se expresan 
después del comienzo de la replicación. Tiene lugar a partir del ORI en el sentido opuesto a los 
tempranos y a partir de la hebra de ADN complementaria. La traducción de los genes tardíos 
también está sometida a un proceso de “corte y empalme” alternativo. En este caso, a partir de uno 
de los ARN mensajeros se genera la proteína VP1 y a partir del otro, las proteínas VP2 y VP3. Los 
marcos de lectura abiertos de las proteínas VP2 y VP3 solapan de forma que VP2 contiene a la 
proteína VP3 en su totalidad en el extremo C-terminal, mientras que el extremo N-terminal es 
único [Imperiale, 2007].  
2.3.2.2.1.-Las proteínas de la cápsida VP1, VP2 y VP3 
La proteína VP1 o proteína mayor de la cápsida constituye aproximadamente el 70% de las 
proteínas totales de los poliomavirus. Está implicada en la entrada de todos los poliomavirus en las 
células a través de su unión a los receptores celulares [Neu et al., 2009; Sapp and Day, 2009]. La 
predicción de las estructuras de las proteína VP1 de todos los poliomavirus humanos muestra la 
existencia en todos ellos de bucles externos a través de los cuales tendría lugar la interacción con 
los receptores celulares [Van Ghelue et al., 2012].  
Las proteínas VP2 y VP3 pueden ser necesarias para la correcta encapsidación del genoma de los 
poliomavirus tras la replicación. Asimismo, la proteína VP2 es miristilada, al menos en los 
poliomavirus del ratón y en el SV40, y podría tener un papel en la entrada celular [Krauzewicz et 
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2.3.2.2.2.-La agnoproteína  
En la mayoría de los poliomavirus, la proteína no estructural denominada agnoproteína se traduce a 
partir del exón líder de los ARN mensajeros tardíos. Sin embargo, los genomas de los poliomavirus  
humanos nuevos, KIPyV, WUPyV, HPyV6, HPyV7, MCPyV, TSPyV y HPyV9 y el genoma del 
LPyV no contienen un marco de lectura abierto para dicha proteína [Van Ghelue et al., 2012].  
Aunque no se conoce su función exacta, se sabe que es fundamental para la eficiente propagación 
del virus en cultivo celular [Johannessen et al., 2008; Sariyer et al., 2006]. Además, actúa en 
diversos puntos del ciclo celular y en la encapsidación pero no forma parte del virión maduro 
[Khalili et al., 2005; Suzuki et al., 2010]. El hecho de que los poliomavirus humanos emergentes no 
la posean hace pensar que existen diferencias respecto a la regulación de la maduración viral y las 
capacidades de transformar células [Johnson, 2010].  
2.3.2.2.3.-Otras proteínas tardías 
En el poliomavirus SV40 se produce una proteína adicional denominada VP4 que estimula la lisis 
celular y liberación viral [Daniels et al., 2007] (Tabla1.2.). El BKPyV y el JCPyV contienen un 
posible marco de lectura para esta proteína que no está presente en el resto de poliomavirus 
humanos ni en el LPyV.  
Por otra parte, en los poliomavirus de aves, existe un marco de lectura abierto adicional que 
codifica la proteína VP4 en una localización equivalente a la de la agnoproteína de los 
poliomavirus de mamíferos [Johne and Muller, 2003; Johne et al., 2006]. Dicha proteína está 
involucrada en el empaquetamiento del genoma viral y la inducción de apoptosis. A pesar del 
nombre, no presenta homología de secuencia con la proteína VP4 de SV40.  
2.3.2.2.4.- microARNs 
En el BKPyV, el JCPyV, el SV40 y el MCPyV, se ha visto que se generan microARNs que son 
complementarios de ARN mensajeros tempranos a los que se unen señalizándolos para que sean 
destruídos. De esta forma, al final de la infección viral, se  regula negativamente la transcripción de 
los genes tempranos, como los que codifican el antígeno T [Seo et al., 2008; White et al., 2009].  
2.3.2.3.-LA REGIÓN REGULADORA  
La región reguladora  contiene el ORI bidireccional y sitios de unión a factores de transcripción 
humanos que regulan la transcripción de los genes tempranos y tardíos [White et al., 2009].  
La región reguladora de los poliomavirus humanos BK y JC muestra una diversidad genómica 
máxima entre cepas, la cual está caracterizada por mutaciones puntuales, deleciones y 
duplicaciones. Estas reorganizaciones afectan a las propiedades biológicas de dichos virus [Gosert 
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et al., 2010; Gosert et al., 2008; Moens et al., 1995; Moens and Van Ghelue, 2005]. En el resto de 
poliomavirus humanos, hasta el momento, sólo se han detectado mutaciones puntuales [Van 
Ghelue et al., 2012]. 
2.4.-LOS POLIOMAVIRUS HUMANOS  
2.4.1.-DESCUBRIMIENTO DE LOS POLIOMAVIRUS HUMANOS  
Los dos primeros poliomavirus humanos fueron descritos simultáneamente en el año 1971 por dos 
grupos de investigación independientes. Gardner y colaboradores detectaron uno de dichos virus en 
la orina de un paciente trasplantado renal que padecía estenosis uretral y cuyas iniciales B.K. 
sirvieron para denominar al poliomavirus BKPyV [Gardner et al., 1971]. El otro poliomavirus 
humano fue aislado por Padgett y colaboradores del cerebro de un paciente que padecía linfoma de 
Hodgkin y leucoencefalopatía multifocal progresiva (LMP) y cuyas iniciales J.C. fueron utilizadas 
para nombrar al JCPyV [Padgett et al., 1971].  
En el año 2007, dos grupos de investigación independientes obtuvieron la secuencia del genoma 
completo de dos nuevos poliomavirus humanos a partir del ADN extraído de aspirados 
nasofaríngeos. Su descubrimiento se llevó a cabo mediante amplificación al azar, clonaje y 
posterior secuenciación. Dichos poliomavirus fueron designados KIPyV [Allander et al., 2007] y 
WUPyV [Gaynor et al., 2007] por las iniciales de las instituciones en las que sendos virus fueron 
aislados, el Instituto Karolinska de Suecia y la Universidad de Washington, respectivamente.  
En el año 2008, Feng y colegas detectaron, mediante pirosecuenciación, ADN viral en tumores de 
carcinoma de Merkel, un tipo raro y agresivo de tumores cutáneos. Se sospechaba la presencia de 
un agente infeccioso en dichos tumores ya que se dan con mucha mayor frecuencia en individuos 
inmunodeprimidos. El virus que fue detectado se denominó poliomavirus de células de Merkel 
(MCPyV) [Feng et al., 2008] y se distinguieron dos variantes, MCPyV339 y MCPyV350, debido a 
la divergencia entre sus genomas. 
En el año 2010, dos poliomavirus humanos se identificaron en la piel de individuos sanos y se 
designaron como poliomavirus humanos 6 y 7, HPyV6 y HPyV7, asignándoles un número en 
función del orden en el que habían sido descubiertos respecto al resto de poliomavirus humanos 
[Schowalter et al., 2010] 
En ese mismo año, se identificó  un nuevo poliomavirus humano a partir de las lesiones en la piel 
de un paciente con tricodisplasia espinulosa, una rara enfermedad de la piel exclusiva de pacientes 
inmunodeprimidos. Se creía que un poliomavirus podía estar asociado a dicha enfermedad ya que, 
en las lesiones, se habían detectado, por  microscopia electrónica, partículas similares a los 
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poliomavirus [Matthews et al., 2011]. Se trataba del denominado poliomavirus asociado a la 
tricodisplasia espinulosa (TSPyV) [van der Meijden et al., 2010]. 
Finalmente, en el año 2011, un nuevo poliomavirus humano relacionado con el LPyV fue 
detectado, mediante PCR, en muestras de sangre y orina de trasplantadas renales asintomáticos. Se 
le denominó poliomavirus humano 9, HPyV9 [Scuda et al., 2011]. 
Por otra parte, los poliomavirus de mono SV40 y LPyV han podido ser detectados en la población 
humana y existen ciertos indicios de que ambos virus podrían estar circulando en la misma. En 
1960, se observó que algunas vacunas de poliovirus producidas en células de riñón de mono 
estaban contaminadas con el SV40 [Sweet and Hilleman, 1960].  Además, en los últimos años, se 
han detectado ADN de SV40 y anticuerpos frente al mismo en individuos sanos no vacunados 
frente a poliovirus y que no habían estado en contacto alguno con monos [Imperiale, 2007].  
En el caso del LPyV, se trata de un virus que se aisló de una línea celular de linfoblastos 
provenientes de un mono verde africano. Su rango de hospedador parecía estar restringido a las 
líneas continuas de linfoblastos B pero, por PCR y serología, se ha podido comprobar, en estudios 
recientes, que podría estar circulando en la población humana [Delbue et al., 2010; Kean et al., 
2009]. 
2.4.2.-EPIDEMIOLOGÍA DE LOS POLIOMAVIRUS HUMANOS  
Los poliomavirus humanos se detectan en todo el mundo y, generalmente, la primoinfección tiene 
lugar en edades pediátricas salvo para el poliomavirus JC que ocurre en la pre-adolescencia 
[Johnson, 2010; Kean et al., 2009]. 
Para el BKPyV y el JCPyV se han detectado valores de seroprevalencia, en población general, del 
82%-94% y del 39%-75%, respectivamente [Carter et al., 2009; Egli et al., 2009; Kean et al., 2009; 
Kjaerheim et al., 2007]. Sin embargo, mientras que la seropositividad para el virus BK alcanza 
valores del 95% aproximadamente a los 7-9 años de edad, la seroprevalencia frente al virus JC se 
incrementa más lentamente, y a los 9-11 años de edad de detectan valores del 51% [Lundstig and 
Dillner, 2006]. En cualquier caso, el patrón de infección del JCPyV parece variar entre poblaciones 
y, mientras que en algunas los anticuerpos anti-JCPyV se adquieren a la misma edad que ocurre 
para BKPyV, en otras la prevalencia sigue aumentando con la edad [Knowles, 2006].  
Se ha detectado ADN tanto del BKPyV como del JCPyV, en riñones sanos, con frecuencias del 
30%-50% en el caso del BKPyV y del 0%-10% en el caso del JCPyV [Chesters et al., 1983; 
Heritage et al., 1981; McCance, 1983; Tan et al., 2010]. Además, se ha descrito la excreción de los 
mismos, en la orina de individuos inmunocompetentes, con valores del 5%-7% en el caso del virus 
BK y del 15-20% en el caso del JCPyV [Egli et al., 2009; Husseiny et al., 2010].  
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Sin embargo, y a pesar de la frecuente excreción de ambos virus en individuos inmunocompetentes, 
no se han podido detectar en sangre de los mismos pero si se han detectado, en linfocitos de la 
sangre periférica, [Azzi et al., 1996; Degener et al., 1997; Dorries et al., 1994] con porcentajes que 
oscilan entre el 7%-94% y del 0.9%-83%, respectivamente [Dolei et al., 2000; Dorries et al., 1994; 
Knowles, 2006]. 
La presencia de ADN del virus JC y del virus BK en cerebros sanos es controvertida. Para el 
JCPyV, la frecuencia global es aproximadamente del 30% [McCance, 1983; Perez-Liz et al., 2008; 
Tan et al., 2010; Vago et al., 1996; White et al., 1992] y, para el BKPyV, existen datos que oscilan 
entre el 0%-100% [De Mattei et al., 1995; Lam et al., 2010; Pietropaolo et al., 2003]. 
En el caso del JCPyV, se ha descrito la existencia de ADN del mismo, en individuos 
inmunocompetentes en muestras de amígdalas, médula ósea, bazo,  nódulos linfáticos, tejido óseo 
[Kato et al., 2004; Monaco et al., 1998; Tan et al., 2009; Tan et al., 2010] y de tracto 
gastrointestinal [Laghi et al., 1999; Ricciardiello et al., 2001; Ricciardiello et al., 2000]. Por su 
parte, se ha detectado ADN del BKPyv, en múltiples órganos y tejidos, entre los que destacan los 
tejidos urogenitales como el cérvix uterino y la próstata, el bazo y el tejido óseo [De Mattei et al., 
1995; Pietropaolo et al., 2003]. 
La seroprevalencia respecto al restante Orthopolyomavirus humano, el TSPyV, se midió en 528 
individuos y se obtuvieron  unos valores globales del 70% con un rango del 10% (niños menores de 
3 años) al 80% (adultos de entre 50-59 años) [van der Meijden et al., 2011]. Estos datos se 
confirmaron en otro estudio similar [Chen et al., 2011].  
En el caso de los Wukipolyomavirus humanos KI y WU, los valores de seropositividad en la 
población general son del 46%-90% y del 49%-98%, respectivamente [Carter et al., 2009; Kean et 
al., 2009; Neske et al., 2010; Nguyen et al., 2009].  La seroprevalencia frente a estos dos virus es 
comparable en edades adultas e infantiles aunque se observa que la frecuencia de individuos 
positivos frente al WUPyV aumenta con la edad [Kean et al., 2009].  
 Con respecto al MCPyV, se vió que la seroprevalencia en la población general era del 42%-77% 
[Carter et al., 2009; Kean et al., 2009; Tolstov et al., 2009; Touze et al., 2010]. En uno de los 
estudios de seroprevalencia, se observaron valores mucho menores frente a la variante 350 (25%) 
que respecto a la variante 339 (42%) [Kean et al., 2009]. La exposición frente al MCPyV parece 
tener lugar a edades pediátricas y se mantiene estable en la edad adulta [Carter et al., 2009; Kean et 
al., 2009].   
Para el resto de Wukipolyomavirus, es decir HPyV6 y HPyV7, se obtuvieron valores de 
seroprevalencia del 69% y del 35%, respectivamente, en un estudio con 95 individuos [Schowalter 
et al., 2010].  
  INTRODUCCIÓN     15 
 
 
La seroprevalencia frente al HPyV9 se ha evaluado en un estudio con 429 individuos, obteniéndose 
un valor global fue del 40% con un rango del 13% (niños entre 2 y 5 años) al 53% (adultos de 21-
30 años) [Trusch et al., 2012].  
Finalmente, la seroprevalencia en la población general frente a los virus de mono SV40 y LPyV 
presenta valores del 2%-4% y del 15%, respectivamente [Kean et al., 2009; Kjaerheim et al., 2007]. 
Se sabe que la seropositividad específica frente al SV40 y al LPyV alcanza los valores máximos a 
los 5-10 años de edad y se mantiene estable a lo largo del tiempo [Kean et al., 2009]. 
2.4.3.- PATOLOGÍAS EN HUMANOS ASOCIADAS A LOS VIRUS BK 
Y JC Y A OTROS POLIOMAVIRUS   
Los poliomavirus humanos, generalmente, infectan a sus hospedadores en la infancia sin síntomas 
asociados para establecer latencia, posteriormente. La producción de patología está casi restringida 
a la reactivación en pacientes inmunodeprimidos. Por ello, es necesario definir los siguientes 
conceptos [Hirsch, 2005]: 
 La infección es la evidencia serológica o virológica de la exposición al poliomavirus 
humano, incluyendo replicación activa y latencia. 
 La replicación es la evidencia de la multiplicación del poliomavirus humano al detectarse 
partículas infecciosas del virus, viriones, proteínas estructurales o ARN mensajero de 
dichas proteínas, o ADN viral libre en fluidos acelulares donde no se ha descrito la latencia 
del virus (ej. plasma o líquido cefalorraquídeo, LCR). Finalmente, también puede ser 
identificada, indirectamente, por medio de la evidencia citológica o histológica de los 
efectos de dicha replicación.  
 La patología se define como la evidencia histológica de la existencia de enfermedad. 
 
El poliomavirus BK se ha asociado con muy diversas patologías, principalmente, la nefropatía 
intersticial (NAPV) y la cistitis hemorrágica (CH) en trasplantados renales y de médula ósea, 
respectivamente. Recientemente, se ha relacionado con la aparición de encefalitis [Lopes da Silva, 
2011a; Lopes da Silva, 2011b] y, más raramente, con el desarrollo de neumonía [Galan et al., 2005; 
Sandler et al., 1997]. La asociación con enfermedades autoinmunes es controvertida dada la 
dificultad para confirmar dichas patologías de forma histológica [Hirsch, 2005]. En el caso del 
lupus eritematoso, se ha sugerido que el poliomavirus BK puede dar lugar a autoinmunidad al 
inducir anticuerpos contra los complejos formados por el ADN viral y las histonas o el ADN viral y 
el antígeno T [Van Ghelue et al., 2003].  
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Por su parte, el poliomavirus humano JC es el agente etiológico de la LMP que afecta, 
principalmente, a pacientes VIH-positivos [Padgett et al., 1971]. También puede afectar a las 
células granulares del cerebelo provocando una patología denominada neuropatía de las células 
granulares asociada al JCPyV que cursa con atrofia cerebelar y ataxia [Du Pasquier et al., 2003; 
Tan and Koralnik, 2010]. Esporádicamente, se ha relacionado con la aparición de de nefropatía 
intersticial y cistitis hemorrágica [Drachenberg et al., 2007; Mischitelli et al., 2010].  
No está clara la asociación del BKPyV y, el JCPyV y el SV40 y el desarrollo de cáncer. Se sabe 
que éstos y el resto de poliomavirus humanos conocidos hasta la fecha codifican proteínas como 
los antígenos T y t con propiedades oncogénicas en cultivo celular y en modelos animales [Van 
Ghelue et al., 2012]. Además, diversos estudios han descrito la presencia de ADN o proteínas 
virales de los mencionados poliomavirus en varios tipos de tumores.  
En concreto, la presencia del virus BK se ha identificado en tumores cerebrales, de vejiga, renales, 
de próstata y en adenocarcinomas [Abend et al., 2009a; De Mattei et al., 1995; Moens and 
Johannessen, 2008; Monini et al., 1995a; Monini et al., 1995b] mientras que el virus JC se ha 
detectado en tumores cerebrales, linfomas, leucemias, carcinomas colorectales y cáncer gástrico 
[Delbue et al., 2005a; Gibson et al., 1986; Laghi et al., 1999; Moens and Johannessen, 2008; Shin 
et al., 2006]. Por su parte, los resultados de la búsqueda del poliomavirus de monos SV40 en 
mesoteliomas humanos son muy dispares [Manfredi et al., 2005; Vilchez et al., 2003].  
Hasta el momento, sólo el MCPyV ha podido asociarse de forma consistente con el desarrollo de 
cáncer en humanos, en concreto con el carcinoma de Merkel. El carcinoma de Merkel es un cáncer 
de piel raro pero muy agresivo que afecta a individuos inmunodeprimidos, con una incidencia de 
1500 casos por año en los Estados Unidos de América [Lemos and Nghiem, 2007].  
 Feng y colaboradores lo detectaron en 8/10 carcinomas de Merkel evaluados y posteriores estudios 
confirmaron dicha frecuencia [Duncavage et al., 2009; Feng et al., 2008; Kassem et al., 2008; 
Sastre-Garau et al., 2009]. Además, el MCPyV está presente en los tumores como una copia 
integrada, mientras que el ADN viral detectado en células no tumorales es episomal. Asimismo, los 
MCPyV integrados en tumores poseen mutaciones en el antígeno T que dan lugar a que esté 
truncado. Las mutaciones observadas están ausentes de los MCPyV detectados en muestras no 
tumorales y afectan a los dominios implicados en la replicación viral y la unión a p53, pero no a la 
capacidad de transformación del virus [Feng et al., 2008; Sastre-Garau et al., 2009]. 
Por otra parte, el TSPyV, como su propio nombre indica, es el agente etiológico de  la 
tricodisplasia espinulosa, una rara afección de la piel restringida a pacientes inmunodeprimidos. La 
tricodisplasia espinulosa se caracteriza por el desarrollo de pápulas foliculares, espinas de queratina 
denominadas espículas, y alopecia facial  que distorsionan los rasgos faciales de los que la padecen 
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dándoles una apariencia leonina [van der Meijden et al., 2010]. A fecha de agosto del 2011, sólo se 
habían descrito 15 casos de este tipo de patología [van der Meijden et al., 2011].  
No se ha encontrado relación entre el resto de poliomavirus y la producción de patología en 
humanos aunque en el caso de los poliomavirus humanos emergentes no puede ser descartada 
todavía. De hecho, debido a la detección de poliomavirus KIPyV y WUPyV en pacientes con 
infección respiratoria aguda se especuló un posible papel de los mismos como agentes etiológicos 
[Allander et al., 2007; Bialasiewicz et al., 2007; Gaynor et al., 2007]. Sin embargo, en varios 
estudios, no se han encontrado diferencias estadísticas significativas en la frecuencia de detección 
del KIPyV y del WUPyV en los pacientes con infección respiratoria aguda respecto de los 
individuos control [Norja et al., 2007; Wattier et al., 2008]. Además, frecuentemente, se detecta 
coinfección con otros virus respiratorios  por lo que es difícil saber si los síntomas asociados se 
deben a los mencionados poliomavirus humanos [Allander et al., 2007; Babakir-Mina et al., 2011; 
Bialasiewicz et al., 2007; Gaynor et al., 2007].   
2.4.3.1.-NEFROPATÍA INTERSTICIAL  
2.4.3.1.1.-Epidemiología  
La NAPV es la principal complicación clínica asociada al BKPyV, la cual afecta, principalmente, a 
trasplantados renales. Se caracteriza por una nefropatía intersticial inflamatoria que aparece 
generalmente a los 10-13 meses postrasplante asociada a la reactivación del BKPyV [Bennett et al., 
2012]. En el 10%-60% de los receptores de trasplante renal, se ha observado excreción urinaria del 
BKPyV [Anzivino et al., 2011; Drachenberg et al., 2007; Randhawa and Brennan, 2006; Saundh et 
al., 2010] pero sólo en el 1% al 10 % de los mismos la reactivación del BKPyV desemboca en el 
desarrollo de nefropatía intersticial [Hirsch, 2005]. La pérdida del órgano trasplantado tiene lugar 
en el 50% de los pacientes afectados [Cimbaluk et al., 2009; Mengel et al., 2003]. 
El agente etiológico que más frecuentemente produce NAPV es el poliomavirus BK pero un 
porcentaje menor al 3% de los casos son debidos al JCPyV [Drachenberg et al., 2007; Hirsch et al., 
2005; Kazory et al., 2003]. 
2.4.3.1.2.-Histopatología y clínica  
La NAPV se debe a la replicación del BKPyV en el órgano trasplantado la cual causa lesiones en 
que se caracterizan por: (i) la aparición de cuerpos de inclusión intranucleares en las células 
epiteliales y (ii) daño y lisis celular del epitelio tubular. Estos hallazgos se consideran el signo 
histológico de la infección productiva que, además, correlacionan con el grado de disfunción renal 
[Nickeleit and Mihatsch, 2006].  
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Las lesiones tubulares  muestran una distribución focal que, a menudo, afecta a la médula renal y se 
extienden de forma ascendente a lo largo de las nefronas conforme progresa la enfermedad [Ramos 
et al., 2009]. El daño citopático puede alcanzar la pelvis renal, los uréteres o la vejiga [Nickeleit 
and Mihatsch, 2006].  
Asimismo, la nefropatía se caracteriza por la aparición en la orina de un gran número de células 
con inclusiones virales denominadas células señuelo (decoy cells). Son células infectadas que son 
liberadas a la orina a partir de los túbulos renales [Hirsch et al., 2006; Nickeleit and Mihatsch, 
2006]. 
Histológicamente, la NAPV presenta tres patrones caracterizados por la identificación y extensión 
del infiltrado inflamatorio y la fibrosis asociados a la infección [Nickeleit and Mihatsch, 2006]:  
Patrón A) Cambios citopáticos en el parénquima renal normal. Ausencia o presencia 
insignificante de infiltrado inflamatorio y fibrosis.  
Patrón B) Combinación de cambios citopáticos virales y áreas de fibrosis asociadas a la 
infección viral e inflamación focal o multifocal. Los estadios B1, B2 y B3 se caracterizan 
por presencia de fibrosis en menos 2,5%, en un 26%-50% y en más de un 50%, 
respectivamente.  
Patrón C) Pocos cambios citopáticos pero amplias áreas de infiltrado inflamatorio y  
fibrosis asociadas a la infección.  
Los síntomas asociados a la  nefropatía intersticial están limitados al órgano trasplantado. Los 
riñones originales del receptor del trasplante no se ven afectados por la patología que, por otra 
parte, cursa sin las molestias típicamente asociadas a una infección, como la fatiga o la fiebre 
[Nickeleit et al., 2006].  
Dependiendo del grado de daño tubular asociado a la replicación viral, los pacientes presentan 
grados variables de disfunción renal, la cual se puede medir por los valores de la creatinina sérica. 
Dichos niveles varían desde la normalidad (patrón histológico A) hasta alcanzar niveles 
marcadamente elevados (patrones histológicos B y C) [Buehrig et al., 2003; Ramos et al., 2009]. La 
última fase de la enfermedad está caracterizada por atrofia tubular, fibrosis intersticial e 
inflamación con el consecuente fallo renal y pérdida del órgano trasplantado [Nickeleit and 
Mihatsch, 2006]. 
En algunos estudios, se ha asociado la replicación del BKPyV en los trasplantados renales con la 
aparición de estenosis uretral. Sin embargo, recientemente, apenas existen referencias en la 
literatura [Hirsch, 2005]. La forma de colocar los stents ureterales se asocia de forma significativa 
con la aparición de viremia debida al  BKPyV [Brennan et al., 2005]. Por ello, se puede especular 
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que la estenosis uretral se debe al daño local en los uréteres, debido al procedimiento quirúrgico, 
que provoca la reactivación del virus BK. Con la mejora en las técnicas quirúrgicas esta afección se 
ha reducido sustancialmente [Hirsch, 2005]. 
2.4.3.1.3.-Patogenia 
La patogenia de la NAPV depende de la interacción entre múltiples factores asociados a (a) El 
tratamiento inmunosupresor. (b) El receptor del trasplante; (c) El donante del trasplante; (d) El 
órgano trasplantado; (e) Secuencia específica del genoma del BKPyV. 
a) Tratamiento inmunosupresor  
El principal factor desencadenante de la NAPV es el elevado estado de inmunodepresión   
provocado en el paciente por el uso de inmunosupresores que evitan el rechazo. Los 
inmunosupresores de tercera generación, en concreto la combinación tacrolimo, micofenolato 
mofetil y coricosteroides parecía haber aumentado el riesgo de replicación del BKPyVy del 
NAPV [Brennan et al., 2005; Mengel et al., 2003]. Sin embargo, se cree que es el grado de 
inmunodepresión, alto y prolongado, y, no la droga en sí misma, lo que determina el riesgo de 
desarrollo de la NAPV [Cimbaluk et al., 2009; Ramos et al., 2002]. 
b) Factores asociados con el receptor 
La edad (> 50 años) [Ramos et al., 2002], el género (masculino), etnia (caucásica), padecer 
diabetes mellitus [Trofe et al., 2003] o la seronegatividad frente al BKPyV en pacientes 
pediátricos [Ginevri et al., 2003; Smith et al., 2004] están asociados a mayor riesgo de NAPV. 
Sin embargo, el hecho de que el receptor sea seropositivo tampoco le protege, necesariamente, 
frente al desarrollo de patología [Hirsch et al., 2002].  
c) Factores asociados con el donante  
El hecho de que sea seropositivo o el alto número de incompatibilidades en los antígenos 
leucocitarios humanos (HLA) entre el donante y el receptor, también,  determinan un mayor 
riesgo de aparición de la patología [Awadalla et al., 2004; Brennan et al., 2005].  
d) Factores asociados al órgano trasplantado 
La NAPV es mucho más común en los receptores de trasplante renal dado que suele afectar a 
los riñones trasplantados y no a los riñones originales del receptor. Los escasos casos de NAPV 
en trasplantes no renales se dan generalmente en trasplantados de corazón y pulmón [Limaye et 
al., 2005; Schwarz et al., 2005]. 
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e) Determinantes virales  
Se ha sugerido que la existencia de ciertas reorganizaciones en la región reguladora o 
mutaciones presentes en la proteína VP1 del BKPyV aumenta las capacidades citopáticas y de 
replicación del virus [Gosert et al., 2008; Randhawa et al., 2002]. 
Cuando existe predisposición a que se desarrolle NAPV de acuerdo a los factores de riesgo 
previamente descritos y sin intervención clínica, el virus BK latente en el órgano trasplantado se 
reactiva, especialmente cuando la carga viral es alta, dando lugar a una infección productiva 
[Dharnidharka et al., 2011; Nickeleit et al., 2003; Nickeleit et al., 2006] (Figura 2.4.).  
 
Figura 2.4.- Patogenia de la NAPV asociada a la infección por el BKPyV. 
Adaptado de Dharnidharka et al., 2011. 
 
El comienzo de la patología está asociado a la excreción urinaria del BKPyV de forma asintomática 
[Ramos et al., 2009]. Una vez que la replicación viral entra en la fase lítica con necrosis de las 
células del epitelio tubular y las partículas virales acceden al torrente sanguíneo vía los capilares 
peritubulares, la presencia del BKPyV es detectable en plasma [Nickeleit et al., 2006]. La viremia 
predice el deterioro de la función renal y está fuertemente asociada con graves manifestaciones 
histológicas de la infección viral [Hirsch et al., 2002; Nickeleit et al., 2000; Ramos et al., 2009]. En 
la última fase, el daño renal debido a la replicación viral se une a la inflamación que puede 
desembocar en fallo renal y rechazo del trasplante [Hirsch, 2005; Ramos et al., 2009] 
 
 





La CH asociada a la infección por poliomavirus  afecta al 10%-25% de los trasplantados de médula 
ósea, generalmente, a las dos semanas postrasplante [Bennett et al., 2012]. El poliomavirus BK es 
el principal agente etiológico de la CH, el cual se reactiva y se excreta por la orina en un 55% de 
los trasplantados de médula ósea [Azzi et al., 1994; Bedi et al., 1995; Dropulic and Jones, 2008]. 
Sin embargo, el poliomavirus JC  y otros virus como el citomegalovirus (CMV) y el adenovirus 
también pueden producir CH [Akiyama et al., 2001; Garcia Ligero et al., 2002; Gorczynska et al., 
2005; Mischitelli et al., 2010; Spach et al., 1993]. 
2.4.3.2.2.- Clínica y patología  
La CH es un síndrome caracterizado por disuria, frecuencia y urgencia al orinar y hematuria 
debidos a la inflamación de la mucosa de la vejiga por la replicación del poliomavirus BK. 
También puede ir acompañada de dolor suprapúbico variable [Bennett et al., 2012]. 
En función del grado de hematuria se puede clasificar la cistitis hemorrágica en diferentes grados 
de gravedad [Droller et al., 1982]: 
Grado 1) Hematuria microscópica 
Grado 2) Hematuria macroscópica  
Grado 3) Hematuria macroscópica con pequeños coágulos 
Grado 4) Hematuria grave con coágulos que producen obstrucción urinaria los cuales 
requieren intervención quirúrgica para ser eliminados 
Los casos leves de CH se resuelven  a las dos semanas del tratamiento. Sin embargo, los casos más 
serios pueden derivar en obstrucción urinaria debida a los coágulos, sangrados incontrolables y 
fallo renal agudo. En raras ocasiones, los pacientes mueren [Dropulic and Jones, 2008]. 
2.4.3.2.3. Patogenia  
Los principales factores que determinan un mayor riesgo de padecer CH son los siguientes:  
a) Presencia de Inmunoglobulinas G frente al BKPyV antes del transplante [Wong et al., 
2007]. 
b) Tipo de régimen inmunosupresor (intensidad total frente a intensidad reducida). 
c) Trasplante alogénico [Leung et al., 2002]. 
d) Tipo de donante (pariente frente a no emparentado). 
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e) Enfermedad injerto contra huésped aguda [Leung et al., 2002; Leung et al., 2005b]. 
f) Incrementos en la carga viral en orina altos o mayores de 3 logaritmos [Bogdanovic et 
al., 2004; Wong et al., 2007]. 
La patogénesis de la CH pasa por varias fases. En primer lugar, la quimio o radioterapia empleados 
en el tratamiento pretrasplante producen daño en el uroepitelio que promueve la replicación del 
BKPyV. En el contexto de la inmunosupresión y, por tanto, de ausencia de inmunidad funcional, la 
replicación del BKPyV puede producir más daño a las células. 
 Finalmente, en el periodo postrasplante, debido a la  reconstitución inmune con  la consiguiente 
recuperación de la inmunidad frente al virus BKPyV, se cree que los antígenos virales presentes en 
la pared de la vejiga son reconocidos por los linfocitos emergentes pudiendo producir daño en la 
mucosa de la vejiga y hemorragia [Bedi et al., 1995; Dropulic and Jones, 2008; Hirsch, 2005]. 
2.4.3.3.- LEUCOENCEFALOPATÍA MULTIFOCAL PROGRESIVA 
2.4.3.3.1.-Epidemiología  
La LMP es debida, generalmente, a la reactivación del poliomavirus JC en pacientes VIH-
positivos, los cuales representan un 90% de los casos [Berger, 2007]. A pesar de que la 
introducción de la terapia retroviral altamente activa ha disminuido la frecuencia de la LMP en los 
pacientes VIH-positivos, la incidencia de dicha patología se mantiene alta, con valores entre el 3%- 
5% [Carson et al., 2009b]. En la literatura, hay descritos dos casos de LMP debida al BKPyV en 
ausencia del poliomavirus JC [Cabrejo et al., 2005; Hix et al., 2004].  
Por otra parte, existen otras enfermedades y situaciones en las que la inmunidad mediada por 
células T se ve comprometida y que también  predisponen al desarrollo de LMP. Es el caso de la 
leucemia, el linfoma, el trasplante de órganos, el tratamiento de los tumores sólidos, las 
enfermedades autoinmunes, los desórdenes granulomatosos, la agammaglobulinemia y 
determinados desórdenes hereditarios del Sistema Inmune (SI) [Berger, 2007; Brooks and Walker, 
1984]. 
Recientemente, se han descrito casos de LMP en pacientes con enfermedades autoinmunes tratados 
con nuevas terapias de anticuerpos monoclonales, generalmente con natalizumab, el cual se emplea 
en el tratamiento de la esclerosis múltiple y la enfermedad de Crohn [Clifford et al., 2010]. El 
riesgo asociado al natalizumab de que se desarrolle LMP es de 1:1000 [Yousry et al., 2006].  Otros 
anticuerpos monoclonales que han sido asociados con el aparición de LMP son el rituximab y el 
efalizumab [Carson et al., 2009a; Schwab et al., 2012]. El rituximab se emplea en el tratamiento de 
enfermedades lifoproliferativas y diversas enfermedades autoinmunes como la artritis reumatoide, 
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el lupus sistémico eritematoso y la esclerosis múltiple. Por su parte, el efanzulimab se usa para 
tratar a los pacientes con psoriasis severa en placa. 
Además, de la LMP clásica se ha descrito un tipo de LMP asociado al Síndrome de Reconstitución 
Inmune Inflamatorio (SRI). En el caso de los enfermos VIH-positivos, tiene lugar una vez que se le 
empieza a tratar con la terapia antirretroviral altamente activa (TAAA) y, en el de los VIH-
negativos, al retirarse el tratamiento con las drogas inmunomoduladoras. Este tipo de LMP 
constituye hasta el 23% de los casos de LMP diagnosticados en pacientes VIH-positivos [Cinque et 
al., 2009].  
2.4.3.3.2.-Histopatología y clínica 
La LMP es una enfermedad desmielinizante del Sistema Nervioso Central (SNC) debida a la 
infección lítica de los oligodendrocitos productores de mielina por el poliomavirus JC.  
 Las tres características patológicas más importantes de la LMP son los siguientes [Astrom et al., 
1958; Berger, 2007]: 
a) Lesiones desmielinizantes que tienen lugar en focos distribuidos por la sustancia 
blanca cortical y subcortical debidas a la  infección de los oligodendrocitos por el 
JCPyV.  
b) Células de la oligodendroglia con núcleos anormalmente alargados e hipercromáticos. 
c) Astrocitos alargados con el núcleo lobulado e hipercromático denominados “bizarros”.  
En los oligodendrocitos infectados, se pueden observar viriones del JCPyV mediante un 
microscopio electrónico o  inmunohistoquímica [Silverman and Rubinstein, 1965; Zurhein and 
Chou, 1965]. Además, en las lesiones, a  menudo, se detectan macrófagos que se encargan de 
eliminar los productos de lisis de la mielina u oligodendrocitos dañados[Astrom et al., 1958; 
Berger, 2007].  
Con el progreso de la enfermedad, cada foco crece debido a que el virus infecta y lisa nuevas 
células. En las últimas fases de la enfermedad, las áreas de necrosis se convierten en lesiones 
macroscópicas que pueden presentar diámetros de incluso centímetros [Astrom et al., 1958; Berger, 
2007]. Las lesiones afectan al cerebro, cerebelo y tronco encefálico, especialmente, en la unión 
entre las materias gris y blanca [Berger, 2007; Whiteman et al., 1993].  
En la LMP asociada a SRI, además de las lesiones desmielinizantes, se observan infiltrados 
inflamatorios de linfocitos [Tan and Koralnik, 2010].  
Dada la naturaleza multifocal de las lesiones, la LMP se presenta asociada a una gran variedad de 
síntomas clínicos entre los cuales la debilidad y las alteraciones cognitivas son los más extendidos. 
Otros síntomas comunes incluyen la afasia, las alteraciones en la deambulación, la cefalea, las 
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alteraciones visuales, la parestesia y los ataques de apoplejía. En general, los síntomas son comunes 
a los pacientes VIH-positivos y a los que no lo son [Berger, 2007].  
La enfermedad progresa rápidamente y los afectados mueren generalmente en menos de un año tras 
el diagnóstico aunque algunos sobreviven varios años [Kepes et al., 1975; Tan and Koralnik, 2010].  
2.4.3.3.-Patogenia  
La patogenia de la LMP no se ha clarificado por completo aunque se conocen algunos aspectos de 
la misma. Las cepas del JCPyV cuya región reguladora presenta una conformación sin 
reorganizaciones en la región reguladora se denominan arquetípicas y son las únicas que se han 
detectado en la orina y en riñón de pacientes sanos. Además,  no parecen estar asociadas al 
desarrollo de LMP [Marshall and Major, 2010; Yogo et al., 2008a] y no son infecciosas en cultivos 
de células gliales [Daniel et al., 1996].  
En cerebro y LCR de pacientes con LMP, sólo se han detectado variantes reorganizadas del JCPyV 
[Vaz et al., 2000; White and Khalili, 2011]. Además, al analizar las regiones reguladoras 
reorganizadas de algunas de estas variantes detectadas en el LCR de pacientes con LMP, en células 
gliales y astrocitos, se vio que presentaban una mayor capacidad de replicación y una expresión de 
los genes tempranos incrementada respecto a la forma arquetípica [Gosert et al., 2010].  
Teniendo en cuenta la anterior, se propone un modelo para la patogenia del JCPyV en la 
producción de  la LMP. El  virus JC podría entrar en el organismo vía el tracto respiratorio y pasar 
a las amígdalas o bien por el tracto gastrointestinal, ya que se ha sido detectado en ambas 
localizaciones [Monaco et al., 1998; Ricciardiello et al., 2000] (Figura 2.5. a). Tras un proceso de 
viremia primaria, se cree que el virus JC establecería latencia en el riñón, médula ósea, amígdalas, 
linfocitos de la sangre periférica y, de forma más controvertida, en el cerebro [Dorries et al., 1994; 
Marzocchetti et al., 2008; Monaco et al., 1998; Tan et al., 2010]. 
En condiciones de inmunosupresión severa, el virus se reactivaría y replicaría, generándose 
reorganizaciones al azar (Figura 2.5. b). Aquellas variantes reorganizadas con una ventaja 
replicativa se convertirían en las cepas predominantes. Se han detectado variantes reorganizadas en 
linfocitos de la sangre periféricas de pacientes con LMP [Delbue et al., 2005b; Marzocchetti et al., 
2008] lo que apoyaría la hipótesis de que dichas variantes podrían migrar de la sangre al cerebro 
dando lugar a la patología [Marshall and Major, 2010; Sabath and Major, 2002; Shishido-Hara, 
2010; White and Khalili, 2011]. 




Figura 2.5.-  a) Diagrama del tropismo del JCPyV al producir LMP; b) Hipótesis del arquetipo para explicar la patogenia 
de la LMP. 
Adaptado de Sabath and Major, 2002 y tomado de Shishido-Hara, 2010, respectivamente. 
 
En  los pacientes VIH-positivos, existen factores añadidos que podrían determinar el riesgo 
incrementado de desarrollar LMP: 
a) Disminución en las células T CD4+ 
La inmunidad mediada por células parece, de hecho, ser un factor determinante para la 
aparición del LMP y los pacientes VIH-positivos presentan como resultado de la infección un 
descenso en las células CD4+.  Se ha observado, además, que los pacientes VIH-positivos con 
< 200 células T CD4+/µL tienen mayor riesgo de desarrollar la patología [Engsig et al., 2009]. 
Asimismo, los pacientes con mayores niveles de células T anti-JCPyV sobreviven más tiempo 
[Berger et al., 1998; Gasnault et al., 2003].  
b) Rotura de la barrera hematoencefálica 
 La infección con el VIH puede determinar una rotura de dicha barrera que facilitaría que el 
virus JCPyV presente en la sangre alcanzase el SNC [Berger, 2006]. 
c) Activación del JCPyV vía la proteína Tat  
Se ha visto que la  proteína Tat del VIH activa la replicación y la transcripción de los genes 
tardíos del JCPyV [Daniel et al., 2001; Krachmarov et al., 1996].  
En la LMP asociada a SRI, se produce una respuesta inflamatoria frente al JCPyV asociada a la 
recuperación del SI tras un periodo de inmunosupresión como ocurre al iniciarse el tratamiento con 
TAAA, en los pacientes VIH-positivos,  o tras el cese del tratamiento inmunosupresor, en los 
  INTRODUCCIÓN     26 
 
 
pacientes VIH-negativos [Tan and Koralnik, 2010]. A pesar de que los linfocitos T son capaces de 
controlar la replicación del JCPyV por debajo de niveles detectables, la excesiva reacción de los 
linfocitos T CD8+ anti-JCPyV en las lesiones desmielinizantes fuera del control de los linfocitos 
CD4+, que están prácticamente ausentes de dichas lesiones, da lugar a la LMP-SRI [Vendrely et 
al., 2005].  
El mecanismo por el cual se desencadena la LMP en los pacientes tratados con natalizumab  no se 
conoce completamente aunque se sabe que el natalizumab hace disminuir el número de células 
dendríticas y linfocitos T CD4+ en el SNC [del Pilar Martin et al., 2008]. Este efecto deseado para 
controlar la esclerosis múltiple puede dar lugar a una inmunodepresión a nivel del SNC [Carson et 
al., 2009b]. Como se ha comentado anteriormente la inmunosupresión es uno de los principales 
factores desencadenantes de la LMP [Berger, 2007]. 
2.4.3.4.- INFECCIÓN NEUROLÓGICA DEBIDA AL POLIOMAVIRUS HUMANO BK 
2.4.3.4.1.-Epidemiología 
A comienzos del año 2011 y desde que se publicara el primer caso de infección neurológica debida 
al BKPyV, sólo se han descrito 26 casos de este tipo de patología [Behre et al., 2008; Behzad-
Behbahani et al., 2003a; Behzad-Behbahani et al., 2003b; Bratt et al., 1999; Cabrejo et al., 2005; 
Ferrari et al., 2008; Friedman and Flanders, 2006; Garavelli and Boldorini, 2002; Hedquist et al., 
1999; Hix et al., 2004; Jorgensen et al., 2003; Kinnaird and Anstead, 2010; Lesprit et al., 2001; 
Lopes da Silva, 2011b; Stoner et al., 2002; Vallbracht et al., 1993; Vidal et al., 2007; Voltz et al., 
1996]. 
La mayoría de los casos se dan en condiciones de inmunosupresión, especialmente en pacientes 
VIH-positivos (8 casos) [Bratt et al., 1999; Garavelli and Boldorini, 2002; Jorgensen et al., 2003; 
Kinnaird and Anstead, 2010; Lesprit et al., 2001; Vallbracht et al., 1993; Vidal et al., 2007] y 
trasplantados de médula ósea o en tratamiento con quimioterapia debido a enfermedades onco-
hematológicas (7 casos) [Behre et al., 2008; Behzad-Behbahani et al., 2003a; Ferrari et al., 2008; 
Friedman and Flanders, 2006; Lopes da Silva et al., 2011; Stoner et al., 2002]. También existe un 
caso en un trasplantado renal y otro en un paciente en tratamiento durante mucho tiempo con 
esteroides [Cabrejo et al., 2005; Hix et al., 2004]. Sin embargo, también hay casos en individuos 
inmunocompetentes (9 casos) [Behzad-Behbahani et al., 2003a; Behzad-Behbahani et al., 2003b; 
Voltz et al., 1996].  
Hasta hace relativamente poco tiempo, el JCPyV era el único poliomavirus humano neurotrópico 
conocido [Feigenbaum et al., 1987; Schweighardt and Atwood, 2001]. Mientras que el 
poliomavirus BK se ha relacionado con la aparición de nefropatía intersticial y cistitis hemorrágica, 
el virus JC es capaz de infectar el SNC y se asocia de manera inequívoca con el desarrollo de LMP 
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[Arthur et al., 1988; Padgett et al., 1971; Rosen et al., 1983]. Dado que el estudio de la infección 
por el BKPyV no es habitual en el diagnóstico de síndromes neurológicos, el papel del mismo en la 
etiología de dichas enfermedades puede haberse subestimado.  
Sin embargo, el virus BK ha podido ser detectado en el LCR y en el cerebro de individuos 
inmunocompetentes e inmununodeprimidos asociado o no a síntomas clínicos [Behzad-Behbahani 
et al., 2003a; Behzad-Behbahani et al., 2003b; Bratt et al., 1999; Lesprit et al., 2001; Pietropaolo et 
al., 2003; Vago et al., 1996; Vallbracht et al., 1993; Voltz et al., 1996]. Recientemente, Lopes da 
Silva ha recopilado todos los casos publicados en la literatura y define al BKPyV como un 
patógeno oportunista del SNC [Lopes da Silva, 2011a; Lopes da Silva, 2011b].  
2.4.3.4.2. Clínica 
La infección neurológica debida al BKPyV cursa con escasa o nula implicación clínica en los 
individuos inmunocompetentes pero es, generalmente, mortal en los individuos inmunodeprimidos, 
ya que produce fallo multiorgánico [Behre et al., 2008; Bratt et al., 1999; Garavelli and Boldorini, 
2002; Hedquist et al., 1999; Jorgensen et al., 2003; Lesprit et al., 2001; Lopes da Silva, 2011b; 
Stoner et al., 2002; Vallbracht et al., 1993]. 
En los individuos inmunodeprimidos, el cuadro neurológico más común es la encefalitis (18 casos) 
que en muchos pacientes está ligada a meningitis (9 casos) [Behzad-Behbahani et al., 2003a; 
Behzad-Behbahani et al., 2003b; Bratt et al., 1999; Garavelli and Boldorini, 2002; Hedquist et al., 
1999; Jorgensen et al., 2003; Stoner et al., 2002; Vallbracht et al., 1993; Vidal et al., 2007]. 
Asimismo, en varios de los pacientes hay afectación del tracto genitourinario y padecen cistitis 
hemorrágica (5 casos) o nefritis (6 casos) [Behre et al., 2008; Bratt et al., 1999; Friedman and 
Flanders, 2006; Hedquist et al., 1999; Hix et al., 2004; Jorgensen et al., 2003; Kinnaird and 
Anstead, 2010; Lesprit et al., 2001; Lopes da Silva et al., 2011; Stoner et al., 2002; Vallbracht et 
al., 1993]. Tres de los pacientes VIH-positivos padecían también retinitis [Bratt et al., 1999; 
Hedquist et al., 1999; Jorgensen et al., 2003]. 
También se han descrito dos casos de LMP, uno en un trasplantado renal y otro en un individuo en 
terapia a largo plazo con esteroides, en los que se detectó ADN del BKPyV en LCR mientras que la 
PCR frente al JCPyV y a otros microorganismos resultó negativa [Cabrejo et al., 2005; Hix et al., 
2004].  
Los síntomas más comunes son cefaleas, ataques de apoplejía, deterioro mental, afasia, alteraciones 
en la visión y alucinaciones [Lopes da Silva, 2011b]. En los pacientes pediátricos, se manifiesta, 
normalmente, con irritabilidad y letargia [Behzad-Behbahani et al., 2003b]. 
 




No hay datos suficientes para conocer el mecanismo por el cual se originan este tipo de 
infecciones. Por un lado, el virus BK latente en cerebro podría reactivarse y dar lugar a la patología 
o bien podría replicar en los linfocitos de la sangre periférica generando una variante neurotrópica 
capaz de cruzar la barrera hematoencefálica y llegar al cerebro.  
Sólo se conocen las secuencias de la región reguladora del BKPyV obtenidas a partir del LCR y la 
orina y otros tejidos de dos pacientes con infección neurológica debida al BKPyV. Uno de ellos es 
un paciente con leucemia, meningoencefalitis y NAPV y el otro es un paciente VIH-positivo que, 
además de meningoencefalitis y nefritis, padece retinitis [Jorgensen et al., 2003; Stoner et al., 
2002]. En ambos casos, se detectaron variantes reorganizadas en LCR similares a las del JCPyV 
asociadas con LMP, mientras que las formas identificadas los linfocitos de sangre periférica así 
como las variantes excretadas en orina eran arquetípicas. Por ello, los autores han especulado con 
que dichas reorganizaciones puedan ser necesarias para que el virus replique de forma eficiente en 
el SNC.  
Sin embargo, dado el reducido número de pacientes evaluados, implica que son necesarios estudios 
adicionales para llegar a conclusiones más fiables. 
 
Finalmente, se muestra una recopilación de los distintos patrones patogénicos de las enfermedades 
en humanos causadas por poliomavirus humanos (Tabla 2.3.): 
Tabla 2.3.- Patrones de las principales patologías asociadas a la replicación de poliomavirus humanos o a su respuesta 
inmune.  
 Capacidad de 
transformación 





Concepto - Integración viral 
en cromosoma 
humano 




- Replicación de 
poliomavirus unida a 
respuesta inmune 
- Respuesta inmune 
predominante 
- ¿Respuesta inmune 
aberrante debida a 
complejos ADN viral-
histonas o ADN viral-
AgT? 
Ejemplos - Carcinoma de  
Merkel (MCPyV) 
- LMP (JCPyV) 
- NAPV patrón A 
(BKPyV) 
- NAPV patrón B 
(BKPyV) 
 





- ¿Lupus sistémico 
debido al BKPyV? 
Tomado de Hirsch, 2005. 
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2.5.- DIAGNÓSTICO DE LA INFECCIÓN DE LOS 
POLIOMAVIRUS HUMANOS BK Y JC 
Las técnicas de diagnóstico por aislamiento no se emplean en el diagnóstico de la infección por los 
poliomavirus humanos BK y JC ya que dichos virus crecen de forma lenta e ineficaz incluso en 
células susceptibles [Boothpur and Brennan, 2010; de Oña Navarro, 2006]. Por otra parte, la 
detección  indirecta de anticuerpos específicos frente al BKPyV o al JCPyV tampoco es útil, 
teniendo en cuenta los altos valores de seroprevalencia detectados en las poblaciones humanas y a 
que producen patología en individuos inmunodeprimidos [Egli et al., 2009; Kjaerheim et al., 2007]. 
Por todo ello, hasta hace relativamente poco, las únicas técnicas válidas para el diagnóstico de la 
infección por el BKPyV y por el JCPyV eran la inmunohistoquímica en biopsias renales  y en 
biopsias de cerebro y la microscopia electrónica en este tipo de muestras y en otras menos 
invasivas como la orina y el LCR [de Oña Navarro, 2006] 
2.5.1.-TÉCNICAS DE DIAGNÓSTICO BASADAS EN DETECCIÓN 
GENÓMICA. PCR CONVENCIONAL Y PCR A TIEMPO REAL 
Con el desarrollo de las técnicas de detección genómica, el diagnóstico de la infección de los 
poliomavirus humanos BK y JC se empezó a llevar a cabo mediante la reacción en cadena de la 
polimerasa o PCR [Bechert et al., 2010; Smith et al., 2007]. La PCR ofrece muchas ventajas como 
la rapidez, la alta sensibilidad y especificidad y la posibilidad de incluir un control interno que 
permita comprobar las posibles inhibiciones de las muestras clínicas [Niesters, 2004].  
Asimismo, la PCR múltiple, es decir aquella que incluye cebadores para amplificar de forma 
específica varias dianas, permite discriminar la presencia del BKPyV y del JCPyV en una sola 
reacción de amplificación. Esta técnica  es muy útil para llevar a cabo un diagnóstico diferencial en 
patologías como la NAPV o las infecciones neurológicas en las que ambos virus  pueden ser los 
agentes causales [Bergallo et al., 2007; Fedele et al., 1999]. También pueden servir para detectar 
coinfecciones, las cuales son relativamente frecuentes en la NAPV [Baksh et al., 2001; 
Drachenberg et al., 2007].  
Actualmente, las técnicas de PCR a tiempo real se están imponiendo ya que permiten cuantificar la 
carga viral presente en las muestras clínicas. La cuantificación de la carga viral puede servir, de 
forma potencial, para detectar la infección de forma temprana, predecir la aparición de patología y 
monitorizar la evolución de la enfermedad [Smith et al., 2007]. En la literatura, existen algunas 
técnicas de PCR a tiempo real capaces de detectar y cuantificar de forma específica y simultánea el  
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genoma del BKPyV así como el del JCPyV [Dumonceaux et al., 2008; Funahashi et al., 2010; 
Palmieri et al., 2010; Saundh et al., 2010].  
En concreto, en el contexto de la NAPV, la cuantificación de la carga viral del BKPyV,  se emplea 
en el diagnóstico y la monitorización de trasplantados renales [Bechert et al., 2010; Hirsch et al., 
2005; Ramos et al., 2009]. Además, se ha visto que la viremia del BKPyV es significativamente 
mayor en los trasplantados renales que padecen nefropatía que en los que no [Hirsch et al., 2002]. 
Asimismo, el riesgo de desarrollar cistitis hemorrágica parece ser mayor en aquellos pacientes en 
los que se produce un incremento significativo de la viruria del BKPyV y en aquellos en los que se 
supera un determinado umbral de viremia [Erard et al., 2005; Wong et al., 2007].  En el contexto de 
la LMP, se ha demostrado que existe una relación significativa entre cargas bajas del JCPyV en 
LCR y una mayor supervivencia de los pacientes [Taoufik et al., 1998; Yiannoutsos et al., 1999].  
Finalmente, el significado de la carga viral del BKPyV en las infecciones neurológicas no ha sido 
investigado.  
Respecto a la técnica convencional, la PCR a tiempo real es igual o más sensible, más específica y 
más rápida. Por un lado, el empleo de sondas fluorescentes y de sistemas de detección de última 
generación determina que la PCR a tiempo real presente una sensibilidad igual e incluso mayor que 
las técnicas de PCR anidada (nested PCR) y una mayor especificidad [Espy et al., 2006; Mackay et 
al., 2002]. Por otro lado, mientras que la técnica convencional está ligada al uso de geles, en los 
que se visualiza el resultado una vez finalizada la reacción, en la PCR a tiempo real la reacción se 
valora mientras tiene lugar. De esta forma, se  disminuye el tiempo de espera hasta el resultado 
final y se puede cuantificar el producto amplificado [Gunson et al., 2006; Mackay, 2004]. 
En la PCR a tiempo real, al igual que en la PCR convencional, se emplean unos oligonucleótidos 
que son homólogos a una región determinada del genoma viral y que permiten la amplificación de 
dicha secuencia. La sonda o sondas se unen de forma sensible y específica a una secuencia del 
genoma viral interna a aquella amplificada por los cebadores y emiten fluorescencia la cual es 
detectada por las plataformas de PCR a tiempo real [Mackay, 2004].  
Las sondas más empleadas en la cuantificación de la carga viral son las sondas TaqMan o sondas 
de hidrólisis. Son oligonucleótidos marcados con un fluorocromo donador en el extremo 5’ que 
emite fluorescencia al ser excitado y un aceptor en el extremo 3’ que absorbe la fluorescencia 
liberada. En consecuencia, para que dicha sonda emita fluorescencia el donador y el aceptor han de 
encontrarse suficientemente separados, es decir, la sonda ha de romperse (Figura 2.6.). Cuando la 
sonda hibrida con el fragmento sintetizado durante la reacción de amplificación es hidrolizada por 
la actividad 5’exonucleasa de la ADN polimerasa y emite fluorescencia [Costa, 2004; Kubista et 
al., 2006]. 




Figura 2.6.- Mecanismo de las sondas de hidrólisis o TaqMan. 
Tomado de Costa, 2004. 
 
Existen distintas variedades de sondas TaqMan de acuerdo al tipo de molécula aceptora. En las 
clásicas, TAMRA es el aceptor, el cual absorbe la energía emitida por el donador y emite la 
fluorescencia de fondo en una longitud de onda diferente. Una evolución a este tipo de sondas son 
las llamadas TaqMan-MGB, las cuáles presentan NFQ como molécula aceptora. NFQ no emite 
fluorescencia de fondo permitiendo, así, una cuantificación más fiable. Además, estas sondas 
incorporan la molécula MGB que facilita la hibridación con el ADN problema, al mejorar la 
especificidad y estabilidad de la unión, lo cual permite usar sondas muy cortas, de hasta 14 
nucleótidos. 
El software de las plataformas de PCR a tiempo real que detectan la señal de las sondas genera una 
curva patrón gracias al uso de patrones cuantitativos. Dichos patrones se generan a partir de 
diluciones seriadas de muestras o plásmidos que contienen concentraciones conocidas del 
fragmento de ADN a amplificar (Figura 2.7.).  La curva patrón relaciona la fluorescencia, la cual 
es proporcional a la cantidad de producto amplificado, con el ciclo de la reacción en el que el ADN 
es detectado. La cuantificación se lleva a cabo  interpolando en la curva patrón el ciclo en el que el 
ADN presente en la muestra comienza a ser detectable para llegar a un dato final de concentración 
de ADN viral [Kubista et al., 2006; Smith et al., 2007].  
 




Figura 2.7.-Ejemplo de curva patrón generada a partir de cinco diluciones de patrones conocidos. 
Adaptado de Kubista et al., 2006. 
 
Una de las principales limitaciones de la cuantificación de la carga viral mediante PCR a tiempo 
real reside en el uso de plásmidos en ausencia de patrones internacionales de virus completo. Los 
plásmidos, a diferencia de los viriones, no se ven afectados por la extracción de ADN, proceso 
cuya eficacia se ve reducida en el caso de los poliomavirus, debido a que sus viriones son muy 
resistentes y a que su ADN presenta una conformación superenrollada [Imperiale, 2007; Laghi et 
al., 2004; Weil and Vinograd, 1963]. El tipo de muestra y las diferencias en los protocolos de 
extracción del ADN también contribuyen a que no haya un consenso[Bechert et al., 2010].  
Por estas razones, los protocolos empleados en los distintos laboratorios son difícilmente 
comparables y presentan diferencias significativas en el límite de detección y en el rango de 
cuantificación y, por lo tanto, la cuantificación de ADN viral y, en concreto de poliomavirus, ha de 
ser tomada con cautela fuera de la comparación interna de un mismo laboratorio [Bechert et al., 
2010].  
 
2.5.2.-DIAGNÓSTICO ESPECÍFICO DE LA NEFROPATÍA 
INTERSTICIAL  
2.5.2.1.-ANATOMÍA PATOLÓGICA 
La técnica de referencia (gold standard) en el diagnóstico de la NAPV es el estudio 
anatomopatológico de la  biopsia renal [Drachenberg et al., 2006]. Se recomienda obtener dos 
biopsias del núcleo del riñón que contengan parénquima medular, para asegurarse de no cometer 
errores en la toma de la muestra, ya que la disposición de la NAPV es focal [Hirsch et al., 2005; 
Racusen et al., 1999].  
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Es fundamental diferenciar entre el rechazo del órgano trasplantado y la existencia de NAPV. 
Ambos procesos son clínicamente indistinguibles y un diagnóstico equivocado de rechazo con el 
consiguiente tratamiento inmunosupresor puede derivar en la pérdida del trasplante en más del 50% 
de los casos [Dall and Hariharan, 2008; Ramos et al., 2009].  
La biopsia renal característica de un paciente con NAPV observada al microscopio convencional 
muestra cuerpos de inclusión de poliomavirus, en las células del epitelio tubular y/o  del epitelio 
parietal glomerular, que, a menudo, se asocian con necrosis de dichas células epiteliales y daño 
tubular agudo [Hirsch et al., 2005; Nickeleit and Mihatsch, 2006].  
Estas alteraciones han de confirmarse por inmunohistoquímica con anticuerpos específicos del 
BKPyV o con anticuerpos frente al antígeno T de SV40, el cual presenta una reacción cruzada con 
el BKPyV, o por hibridación in-situ [Hirsch et al., 2005; Vats et al., 2006].  
2.5.2.2.- CÉLULAS SEÑUELO. HAUFEN 
Aunque el diagnóstico de la NAPV requiere el estudio anatomopatológico de la biopsia renal, 
existen otras técnicas que ayudan en el cribado de los pacientes, las cuales también son rápidas y 
reproducibles y menos invasivas.  
Una de las pruebas empleada es la detección de células señuelo con cuerpos de inclusión 
basofílicos intranucleares que se pueden ver con la tinción de Papanicolau [Drachenberg et al., 
2001; Vats et al., 2006]. Las células señuelo aparecen entre 5 y 6 meses antes de que se 
diagnostique la NAPV y desaparecen poco después de que se haya solucionado la infección [Vats 
et al., 2006]. Las células señuelo tienen asociada una sensibilidad del 25 %, una especificidad del 
84% y,  mientras que el valor predictivo negativo es del 97% demostrando que un análisis negativo 
indica que no existe nefropatía viral, su valor predictivo positivo es sólo del 5% [Viscount et al., 
2007]. 
Recientemente, se ha comenzado a usar la microscopia electrónica para detectar agregados 
tridimensionales de poliomavirus en la orina llamados Haufen. Esta técnica ha resultado ser 
sensible y específica de la NAPV.  Presenta valores predictivos positivo y negativo del 97% y 
100%, respectivamente [Singh et al., 2009]. 
2.5.2.3.-PCR CONVENCIONAL Y CUANTITATIVA EN ORINA Y SANGRE 
La técnica de PCR tanto convencional como cuantitativa no presenta las limitaciones de la citología 
y es más adecuada para el cribado de la NAPV.  
En general, la viruria debida al BKPyV es el primer signo de la replicación activa del virus, por lo 
que la monitorización de la presencia del BKPyV en orina es fundamental para la prevención y el 
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diagnóstico precoz de la NAPV [Brennan et al., 2005; Drachenberg et al., 2006]. La concentración 
del BKPyV en orina es mucho mayor que en sangre (>4-6 órdenes de magnitud), así que es más 
probable de detectar sobre todo con métodos poco sensibles [Bechert et al., 2010; Vats et al., 
2006].  
La ausencia del BKPyV en orina prácticamente descarta la existencia de NAPV [Hirsch et al., 
2006; Vats et al., 2006] y existe cierto consenso respecto a que cargas virales > 10
7
 copias/ml 
constituyen un factor de riesgo significativo para el desarrollo de NAPV [Hirsch et al., 2005; Vats 
et al., 2006]. De hecho, la detección mediante PCR en orina de > 10
7
 copias/ml del BKPyV 
presenta una sensibilidad del 100% y una especificidad del 92%, un valor predictivo negativo del 
100% y positivo del 31% para la detección de la NAPV [Viscount et al., 2007]. 
Una vez tratada la NAPV, el BKPyV se mantiene más tiempo en orina que en sangre, por lo que la 
cuantificación de la viruria del BKPyV permite controlar los cambios en la replicación del virus 
[Bechert et al., 2010].  
No sólo se puede cuantificar el ADN del BKPyV presente en orina sino la concentración del ARN 
mensajero de la proteína VP1, el cual puede predecir la aparición de la NAPV cuando alcanza 
valores  >6,5 x 10
5 
copias/ng totales de ARN. Dicha prueba presenta unos valores de especificidad 
y sensibilidad del 93,8% y del 93,9%, respectivamente [Ding et al., 2002; Hirsch et al., 2005; Vats 
et al., 2006]. 
La detección y cuantificación del BKPyV en sangre es la prueba de elección para confirmar el 
diagnóstico de la NAPV y para monitorizar a los pacientes [Hirsch et al., 2005; Vats et al., 2006]. 
Se considera que valores de viremia >10
4
 correlacionan significativamente con la aparición de 
NAPV [Hirsch et al., 2005; Ramos et al., 2002; Randhawa et al., 2004] y la detección de > 10
4
 
copias/ml del BKPyV mediante PCR en sangre presenta unos valores de sensibilidad, 
especificidad, valor predictivo positivo y negativo del 100%, 96%, 50% y 100% respectivamente 
[Viscount et al., 2007]. 
Asimismo, la presencia del BKPyV en sangre refleja la dinámica de la enfermedad: la conversión 
del plasma de negativo a positivo tras el trasplante renal, la persistencia del ADN del BKPyV en 
sangre durante el desarrollo de la NAPV y la desaparición del BKPyV del plasma tras la reducción 
del tratamiento inmunosupresor [Ramos et al., 2009; Vats et al., 2006].  
2.5.2.4.-PANEL INTERNACIONAL PARA EL DIAGNÓSTICO Y MONITORIZACIÓN DE 
LOS PACIENTES 
Finalmente, se esquematizan las recomendaciones para el diagnóstico, y la monitorización  de los 
pacientes con NAPV (Figura 2.8.), según un panel de consenso internacional [Hirsch et al., 2005]: 




Figura 2.8.-Cribado y monitorización de la replicación del poliomavirus BK. 
Tomado de Hirsch et al, 2005. 
2.5.3.-DIAGNÓSTICO ESPECÍFICO DE LA CISTITIS 
HEMORRÁGICA 
En el diagnóstico de la cistitis hemorrágica, se emplea la detección de células señuelo en la orina. 
Sin embargo, dichas células no son específicas de la infección del BKPyV sino que pueden deberse 
a la infección del JCPyV o incluso, aunque más raramente, pueden provenir de la infección por el 
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adenovirus [Akiyama et al., 2001; Gorczynska et al., 2005; Mischitelli et al., 2010]. Dado que 
todos estos virus pueden ser agentes etiológicos de la cistitis hemorrágica, se suele llevar a cabo 
PCR del BKPyV en orina o suero [Bennett et al., 2012; Dropulic and Jones, 2008]. 
Generalmente, cuando la replicación del BKPyV es la causa de la cistitis hemorrágica, se observan 




 copias/ml o mayores, o incrementos en la 
viruria de más de 3 logarítmos [Bogdanovic et al., 2004; Wong et al., 2007]. Asimismo, cargas 
virales del BKPyV en sangre >10
4
 copias/ml también se consideran definitorias de la cistitis 
hemorrágica debida al BKPyV [Dropulic and Jones, 2008; Erard et al., 2005]. 
2.5.4.- DIAGNÓSTICO ESPECÍFICO DE LA 
LEUCOENCEFALOPATÍA MULTIFOCAL PROGRESIVA  
2.5.4.1.-ANATOMÍA PATOLÓGICA 
La técnica de referencia en el diagnóstico de la LMP es el estudio anatomopatológico de la biopsia 
cerebral la cual presenta una sensibilidad entre el 64%-96% [Skolasky et al., 1999]. La biopsia 
cerebral de un paciente con LMP, generalmente, muestra pérdidas de oligodendrocitos, 
oligodendrocitos infectados con el núcleo alargado e hipercromático y proliferación de astrocitos 
“bizarros” multinucleados [Astrom et al., 1958; Berger, 2007].  
Dicha prueba ha de ser confirmada mediante hibridación in situ o inmunohistoquímica con las que 
se detecta ADN del JCPyV o proteínas del mismo. La tinción con anticuerpos contra el antígeno T 
de SV40 es confirmatoria.  
2.5.4.2.- PRUEBAS DE NEUROIMAGEN  
La biopsia cerebral tiene asociado un alto índice de morbilidad y mortalidad y las lesiones no son 
siempre accesibles [Koralnik et al., 1999]. Por todo ello, se emplean más las técnicas de detección 
por imagen. Destacan la tomografía computerizada y la resonancia magnética nuclear que tiene 
mayor rendimiento. La tomografía computerizada muestra lesiones hipodensas sin efecto de masa 
en la sustancia  blanca y no captadoras de contraste. En la resonancia magnética, se evidencian 
lesiones hiperintensas en la secuencia T2 [Berger, 2007; Whiteman et al., 1993].  
En el contexto clínico adecuado y una vez descartadas otras posibles causas de la afección 
neurológica como encefalopatía debida al VIH, linfoma del SNC y toxoplasmosis cerebral, las 
imágenes neuro-radiológicas sugestivas de LMP constituyen un diagnóstico probable del mismo 
[Boothpur and Brennan, 2010; Tan and Koralnik, 2010]. 
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2.5.4.3-PCR EN LÍQUIDO CEFALORRAQUÍDEO 
La detección de ADN del JCPyV en LCR mediante PCR presenta una sensibilidad y especificidad 
del 72%-92% y  92%-100%, respectivamente [Cinque et al., 1997]. Se considera que una PCR 
positiva para el JCPyV acompañada de los hallazgos clínicos y radiológicos pertinentes confirma el 
diagnóstico de la LMP, aún en ausencia de biopsia cerebral. De hecho, es extremadamente 
improbable amplificar JCPyV del LCR de un paciente que no padece LMP [Berger, 2007]. 
En algunos pacientes con LMP y SRI o en aquellos tratados con natalizumab, la concentración del 
JCPyV en LCR se encuentra en el límite de detección [Clifford et al., 2010; Marzocchetti et al., 
2005]. En 15/28 pacientes con esclerosis múltiple tratados con natalizumab, se detectaron cargas 
virales del JCPyV < 500 copias/ml de LCR [Clifford et al., 2010]. 
Finalmente, hay una asociación inversamente proporcional entre la carga viral del JCPyV en el 
LCR y la supervivencia [Tan and Koralnik, 2010; Taoufik et al., 1998]. La presencia en el LCR de 
un paciente del JCPyV a una concentración de 50-100 x 10
3
copias/ml o más está significativamente 
asociada con un pronóstico de mortalidad [Yiannoutsos et al., 1999].  
2.5.5.-DIAGNÓSTICO DE LA INFECCIÓN NEUROLÓGICA 
ASOCIADA AL POLIOMAVIRUS HUMANO BK 
No existe un criterio diagnóstico establecido para este tipo de patología debido a lo infrecuente que 
es. Sin embargo, si se pueden establecer unas pautas que orienten acerca de un posible diagnóstico 
de la misma.  
Un diagnóstico concluyente podría llevarse a cabo con demostración de la presencia del BKPyV en 
biopsia cerebral mediante hibridación in situ o inmunohistoquímica [Bratt et al., 1999; Hedquist et 
al., 1999]. Sin embargo, como la mayoría de los pacientes son enfermos VIH-positivos y 
trasplantados renales con afectación multiorgánica debida al BKPyV los siguientes hallazgos: ( i) la 
detección de síntomas en el SNC, y, generalmente, también en el tracto urinario y en los ojos, (ii) 
PCR en LCR o tejido cerebral positiva al BKPyV y (iii) PCR o serología negativa a otros 
patógenos como JCPyV, herpes simple, CMV, etc., apoyaría un diagnóstico de infección 
neurológica debida al BKPyV [Lopes da Silva, 2011b].  
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2.6.-TRATAMIENTO DE LAS PATOLOGÍAS ASOCIADAS A 
LA INFECCIÓN POR LOS POLIOMAVIRUS HUMANOS BK 
Y JC 
2.6.1.-TRATAMIENTO DE LA NEFROPATÍA INTERSTICIAL 
No existe un tratamiento antiviral específico que sea efectivo para la NAPV. Generalmente, la 
intervención inicial consiste en reducir el tratamiento inmunosupresor para permitir al SI del 
paciente recuperar el control sobre la infección [Hirsch et al., 2006; Ramos et al., 2009; Trofe et al., 
2006]. Sin embargo, la inmunosupresión deja al paciente desprotegido y existe riesgo de rechazo 
del trasplante, el cual varía mucho en los distintos estudios llevados a cabo (<10%->80%) [Hirsch 
et al., 2005]. En cualquier caso, no existen estudios aleatorios controlados que comparen los 
diferentes protocolos de reducción de la inmunosupresión.  
El uso combinado de la reducción en la inmunosupresión junto con dosis bajas del antiviral 
cidofovir, un análogo de nucleósidos, parece ser efectivo [Kuypers et al., 2005; Trofe et al., 2006].  
Sin embargo, a dosis altas, el cidofovir es nefrotóxico para los trasplantados renales [Hirsch et al., 
2005]. Otro fármaco que parece ser relativamente efectivo es la leflunomida, una droga 
inmunosupresora [Faguer et al., 2007; Trofe et al., 2006]. Finalmente, las inmunoglobulinas 
intravenosas y las quinolonas han sido evaluadas en  ensayos clínicos [Rinaldo and Hirsch, 2007; 
Sener et al., 2006; Trofe et al., 2006]. La conclusión general es que se necesitan estudios 
sistemáticos adicionales para valorar la eficacia de todos estos tratamientos.  
Cuando el deterioro renal es severo, la nefrectomía resulta inevitable, eliminándose, así, la fuente 
de replicación viral con lo que es posible realizar un nuevo trasplante [Hirsch et al., 2005; Ramos et 
al., 2004]. 
2.6.2.-TRATAMIENTO DE LA CISTITIS HEMORRÁGICA 
La cistitis hemorrágica se trata con cuidados paliativos que incluyen tratamiento del dolor, 
hiperhidratación, diuresis forzada e irrigación de la vejiga [Dropulic and Jones, 2008].  
El cidofovir y las fluoroquinolonas parecen ser bastante eficaces en el tratamiento de esta patología 
[Ganguly et al., 2010; Leung et al., 2005a]. 
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2.6.3.-TRATAMIENTO DE LA LEUCOENCEFALOPATÍA 
MULTIFOCAL PROGRESIVA 
No existe un fármaco antiviral que sea eficaz en el tratamiento de la LMP. Además, en los escasos 
estudios llevados a cabo para evaluar tratamientos con citosina arabidosida, con cidofovir o con 
interferón-α (INF- α) se ha visto que dichos tratamientos no son eficaces [De Luca et al., 2008; 
Geschwind et al., 2001; Hall et al., 1998]. 
En los pacientes VIH-positivos, el tratamiento con la TAAA ha mejorado la supervivencia de los 
pacientes con LMP en torno a un año tras la aparición de los síntomas clínicos [Berger, 2007; 
Clifford et al., 1999; De Luca et al., 2000]. 
En los VIH-negativos y receptores de un trasplante, es necesario disminuir o eliminar la 
inmunosupresión. Por su parte, en los pacientes con LMP y SRI, se pueden usar esteroides dado 
que la LMP está asociada a inflamación [Tan and Koralnik, 2010]. En los pacientes tratados con 
natalizumab, no sólo es importante la interrupción del tratamiento con dicho fármaco sino que se 
deben eliminar el anticuerpo del cuerpo del paciente lo más rápidamente posible [Berger, 2010].  
2.6.4.-TRATAMIENTO DE LA INFECCIÓN NEUROLÓGICA 
ASOCIADA AL POLIOMAVIRUS HUMANO BK 
Dado el escaso número de casos publicados de este tipo de patología, es difícil concluir nada acerca 
del tratamiento más indicado.  
En los pacientes VIH-positivos, la meningitis asociada a la infección por el BKPyV parece mejorar 
al ser tratada con reconstitución inmune y TAAA [Kinnaird and Anstead, 2010; Vidal et al., 2007].  
2.7.- POLIOMAVIRUS HUMANO BK  
El virus BK fue el primer poliomavirus humano descrito, el cual fue identificado por Sylvia 
Gardner en el año 1970. Gardner  aisló partículas virales de una muestra de orina perteneciente a 
una paciente sudanesa cuyas iniciales eran B.K. y que había desarrollado estenosis uretral a los 3 
meses de recibir un trasplante renal [Gardner et al., 1971].  
El BKPyV, como todos aquellos virus pertenecientes a la familia Polyomaviridae, es un virus de 
ADN de doble cadena, circular, pequeño y desnudo. La cápsida icosaédrica del BKPyV tiene un 
diámetro de 40,5-44 nm y está compuesta por las proteínas VP1, VP2 y VP3. En su interior, 
contiene una  molécula de ADN circular y de doble cadena de 5,3 pares de kilobases la cual forma 
un complejo con las histonas celulares H2A, H2B, H3 y H4  [Eash et al., 2006; Imperiale, 2007]. El 
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genoma del BKPyV tiene un 75% y un 69% de identidad de secuencia con los genomas del JCPyV 
y del SV40, respectivamente [Cubitt, 2006]. 
2.7.1.- ESTRUCTURA DEL GENOMA 
El genoma del virus BK se puede dividir en tres dominios funcionales:  
a) La región temprana que codifica las proteínas reguladoras y entre ellas los antígenos T y t. 
Además, el BKPyV presenta la peculiaridad de codificar una tercera proteína de 17 o 
20kDa denominada antígeno truncado el cuál se genera por un proceso alternativo de 
“corte y empalme”. Comparte los 133 primeros aminoácidos del extremo N-terminal con el 
antígeno T y, posee, además, tres aminoácidos adiccionales en el extremo C-terminal los 
cuáles se traducen a partir de un marco de lectura alternativo [Abend et al., 2009b].  
b) La región tardía que contiene la información genética de las proteínas de la cápsida VP1, 
VP2 y VP3 y de la agnoproteína. A partir de la región tardía del BKPyV, se generan 
microARNs que regulan la expresión de los ARN mensajeros tempranos, al final del ciclo 
de replicación [Moens, 2009; White et al., 2009]. 
c) La región de control no codificante o región reguladora que incluye el ORI bidireccional y 
secuencias implicadas en la regulación de la transcripción de los genes tempranos y tardíos. 
2.7.1.1.-LA PROTEÍNA MAYORITARIA DE LA CÁPSIDA VP1, SUBTIPOS  
2.7.1.1.1.-Funciones de la proteína VP1 
VP1 es la proteína mayoritaria de la cápsida del virus BK y constituye aproximadamente el 70%-80 
%  de la masa total de la partícula viral. En total, la cápsida del virus BK contiene 360 moléculas de 
VP1 organizadas en 72 pentámeros que se disponen en el exterior mientras que las proteínas VP2 y 
VP3 se encuentran en el interior de la misma [Imperiale, 2007; Tsai and Qian, 2010]. 
La principal respuesta inmune frente al BKPyV  y otros poliomavirus va dirigida contra VP1, tal y 
como se deduce de ensayos que emplean como antígenos moléculas intactas del virus, como el 
enzimoinmunoanálisis o el ensayo de inhibición de la hemaglutinación [Rekvig et al., 2006]. Dicho 
ensayo se basa en la capacidad de VP1 de producir hemaglutinación de los glóbulos rojos [Bolen 
and Consigli, 1979].  
Asimismo, VP1 está directamente implicada en la  interacción con el receptor celular [Neu et al., 
2009; Sapp and Day, 2009]. No se conoce la naturaleza exacta de dicho receptor pero se sabe que 
VP1 se une a un ácido siálico α2,3 presente en una N-glicoproteína [Dugan et al., 2005] o en los 
gangliósidos GT1b y GD1b [Low et al., 2006; Sinibaldi et al., 1990].  
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Las estructuras cristalográficas del monómero de VP1 del poliomavirus SV40 y del poliomavirus 
de ratón en interacción con el receptor celular han podido ser resueltas [Liddington et al., 1991; 
Stehle and Harrison, 1996; Stehle and Harrison, 1997; Stehle et al., 1994]. Se ha visto que el 
monómero de VP1 está compuesto de varias láminas β que componen un barril β del que 
sobresalen los bucles externos AB, BC, CD, DE, EF, GH, and HI. La interacción con el receptor 
celular parece que se lleva a cabo a través del surco existente entre los bucles BC1 y BC2. [Stehle 
and Harrison, 1996; Stehle and Harrison, 1997; Stehle et al., 1994].   
2.7.1.1.2.-Subtipos del poliomavirus BK y cambios aminoacídicos en VP1, implicación clínica 
Los aminoácidos 61-83 (nucleótidos 1744-1812 en la cepa Dunlop) del bucle BC de VP1 
componen la llamada región de subtipado. El análisis de los diferentes polimorfismos de la región 
de subtipado se emplea en la clasificación del virus BK en los diferentes subtipos del I al IV  [Jin et 
al., 1993]. Sin embargo, la subsiguiente clasificación de los subtipos del BKPyV  que incluía 
subgrupos dentro del subtipo I  (Ia, Ib y Ic) [Stoner et al., 2002; Takasaka et al., 2004] y del subtipo 
IV (IVa, IVb y IVc) [Ikegaya et al., 2006; Nishimoto et al., 2007] exige el análisis del genoma 
completo o al menos del antígeno T o la proteína VP1 completas [Sharma et al., 2006].   
El subtipo I es el más común y se ha detectado en todo el mundo. El subtipo IV es el siguiente más 
frecuente y, finalmente, los subtipos II y III se han detectado muy raramente [Baksh et al., 2001; 
Carr et al., 2006; Ikegaya et al., 2006; Jin et al., 1995; Krumbholz et al., 2006; Takasaka et al., 
2004; Yogo et al., 2007; Zheng et al., 2007; Zhong et al., 2007a].  
Aunque las diferencias en la distribución de los distintos subtipos se deban, principalmente, a la 
diferente transmisibilidad de los mismos, las diferencias en la capacidad replicativa que presentan 
podrían influenciar su distribución. De hecho, la secuencia de aminoácidos de VP1 parece 
condicionar su capacidad de propagarse como se ha puesto de manifiesto en diversos estudios con 
cultivos celulares. Las cepas del subtipo I crecen más eficientemente que las cepas del subtipo IV 
en células epiteliales renales [Nukuzuma et al., 2006]. Por su parte, las cepas de BKPyV del 
subtipo III presentan una capacidad replicativa inferior a la del resto de subtipos cuando se analiza 
su crecimiento en células Vero [Tremolada et al., 2010c]. En otro estudio, se generaron 17 
mutantes del virus BK, cada uno de los cuáles contenía mutaciones puntuales en aminoácidos 
cargados de los bucles BC, DE y HI, con los que posteriormente se infectaron células Vero. Se vio 
que algunos de estos mutantes no eran capaces de empaquetar su genoma, de ensamblar la cápsida 
o de unirse a la célula hospedadora[Dugan et al., 2007].  
Por lo tanto, parece que la secuencia de aminoácidos de VP1 puede alterar las capacidades 
patogénicas del virus y es probable que, también, condicione el tropismo del mismo. Dado que la 
proteína VP1 participa en la interacción con el receptor celular, es lógico pensar que cambios en la 
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misma puedan alterar el rango de tipos celulares susceptibles de ser infectados, la afinidad por los 
receptores celulares o favorecer una evasión del SI [Moens and Van Ghelue, 2005].   
Por todo ello, se han llevado a cabo estudios valorando la distribución de los subtipos del BKPyV 
en distintos grupos de pacientes inmunodeprimidos con o sin patología asociada a la infección por 
el virus BK. Se han evaluado cepas del BKPyV detectadas en sangre, orina y biopsias renales de 
trasplantados renales con o sin nefropatía intersticial [Baksh et al., 2001; Boldorini et al., 2009b; 
Krautkramer et al., 2009; Tremolada et al., 2010b] y en orina de trasplantados de médula ósea con 
o sin cistitis hemorrágica [Carr et al., 2006; Ikegaya et al., 2006]. En ningún caso, ha podido 
asociarse un subtipo específico del virus BK con la aparición de patología.  
Asimismo, la implicación clínica de los cambios aminoacídicos en los bucles externos de VP1, 
principalmente en el bucle BC, se analizó en cepas del virus BK detectadas en sangre, orina y 
biopsias renales de trasplantados renales con o sin nefropatía [Boldorini et al., 2009b; Krautkramer 
et al., 2009; Tremolada et al., 2010b]. Al igual que con los subtipos, no parece que exista un patrón 
de mutaciones que determine que algunas cepas del BKPyV sean más patogénicas que otras. Sí se 
observó, sin embargo, una mayor frecuencia de cambios aminoacídicos, en el caso de los 
trasplantados renales con nefropatía respecto a los que no la padecían, indicando una mayor 
inestabilidad genómica del virus BK en dichos pacientes [Boldorini et al., 2009b].  
Randhawa y colaboradores afirmaron detectar zonas “calientes” con una mayor frecuencia de 
mutaciones en la secuencia de la región de subtipado del BKPyV obtenida a partir de biopsias 
renales de pacientes con nefropatía. Asimismo, se observó que dicha inestabilidad genómica 
llevaba a que en diversas muestras de seguimiento de un mismo paciente se detectara un cambio 
del subtipo del BKPyV del I al IV [Randhawa et al., 2002].  
Respecto a los pacientes con patología neurológica asociada a la infección por el virus BK, sólo 
hay datos de los nucleótidos 1657 al 2019 de un único paciente con lo que no es posible llegar a 
ninguna conclusión [Stoner et al., 2002].  
Por otra parte, la proteína VP1 del virus JC la cual presenta una identidad aminoacídica del 78% 
con la proteína VP1 del virus BK  se ha estudiado ampliamente [Johnson, 2010]. Se ha visto que el 
tropismo del virus JC es muy estrecho y que, por ejemplo, es incapaz de infectar células HeLa. Sin 
embargo, se ha visto expresión del virus JC en células HeLa transfectadas con el ADN desnudo de 
dicho virus [Schweighardt and Atwood, 2001].  
En estudios más recientes, se ha observado que la secuencia de la proteína VP1 del JCPyV 
obtenida a partir del LCR o de tejido cerebral de pacientes con LMP presentan cambios 
aminoacídicos en los bucles externos de la proteína VP1. En concreto, la  frecuencia  de las 
sustituciones 55, 60 y 66 en el bucle BC, 123 en el bucle DE y 265, 267 y 269 en el bucle  HI es 
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mayor que si se debiera al azar [Sunyaev et al., 2009; Zheng et al., 2005a]. Dichos cambios se 
atribuyen a la evolución adaptativa del virus y no están presentes en la orina de individuos 
inmunocompetentes [Sunyaev et al., 2009; Zheng et al., 2005b]. Además, se han detectado 
secuencias de VP1 idénticas en el LCR y en el plasma pareado de pacientes con LMP  pero no así 
en la orina de los mismos pacientes [Gorelik et al., 2011].  
De hecho, Sunyaev y colaboradores han profundizado más en el alcance biológico de dichas 
sustituciones aminoacídicas  produciendo, para ello, PSV (partículas semejantes a virus), es decir, 
moléculas artificiales que se generan al expresar proteínas purificadas y recombinantes de VP1 en, 
por ejemplo, Escherichia coli o en células de insecto infectadas con baculovirus. Se vio que los 
PSVs generados con proteínas VP1 que contenían las mutaciones observadas en los pacientes con 
LMP presentaban una capacidad  de hemaglutinación reducida en comparación con las VPLs 
generadas con proteínas VP1 sin mutar [Sunyaev et al., 2009].  
Asimismo, Gorelik y colegas vieron de forma directa que los PSVs con dichas mutaciones 
presentaban una especificidad diferente por los gangliósidos de los receptores celulares. Esta 
diferente especificidad se traducía en una reducción en la unión del virus al ácido siálico de los 
receptores celulares presentes en las células periféricas y, probablemente, en un aumento de su 
patogenicidad. Se mantenía, sin embargo, el reconocimiento del ácido siálico perteneciente a las 
células del cerebro [Gorelik et al., 2011].  
Por otra parte, también se ha asociado la presencia de  las mutaciones 74,75, 117 y 128 en los 
bucles externos del VP1 detectados en LCR y muestras de cerebro de pacientes con LMP con una 
disminución en la capacidad replicativa y en la virulencia de las cepas del JCPyV que las poseen. 
Los pacientes en los cuáles se han detectado dichas mutaciones presentan un mejor pronóstico 
[Delbue et al., 2009].  
2.7.1.2.-LA REGIÓN REGULADORA Y SUS REORGANIZACIONES  
La región reguladora del BKPyV es la región comprendida entre el codón de inicio del antígeno T 
y el comienzo del gen que codifica la agnoproteína y comprende 300-500 pares de bases [Eash et 
al., 2006]. Está compuesta por: (i) el denominado denominado bloque O en el que se encuentra el 
ORI y (ii)  la región de control transcripcional (TCR) que, como su propia nombre indica, está 
implicada en la regulación de la transcripción del virus mediante la unión a la misma de diversos 








El bloque O contiene secuencias muy conservadas. En esta región, se encuentra el ORI, la caja 
TATA del promotor temprano, el sitio de unión al antígeno T y algunos sitios de unión a factores 
de transcripción [Moens et al., 1995; White et al., 2009]. 
Entre ellos, existen sitios de unión a C/EBPβ y NFκB los cuales son suceptibles de ser regulados 
por citoquinas que activan  la transcripción de los genes tempranos [Gorrill and Khalili, 2005]. 
Como en el caso del JCPyV, la proteína Tat del VIH, también, parece ser un potente transactivador 
de la transcripción de los genes tempranos del BKPyV a través del sitio de unión a NFκB y el 
llamado elemento del virus BK sensible a transactivación [Gorrill et al., 2006]. Este tipo de 
activación se ha descrito en algunos pacientes VIH-positivos y con nefropatía [Crum-Cianflone et 
al., 2007].  
2.7.1.2.2.-Región de control transcripcional 
La región de control transcripcional del BKPyV que se toma como referencia es la de la cepa WW, 
la cual se denomina arquetípica, como en el caso del JCPyV. Se puede dividir de forma arbitraria 
en cuatro bloques o elementos repetitivos: P (68 pares de bases), Q (39 pares de bases), R (63 pares 
de bases) y S (63 pares de bases) [Markowitz and Dynan, 1988; Moens et al., 1995] (Figura 2.9.).  
 
Figura 2.9.- Representación esquemática de la región reguladora arquetípica del poliomavirus BK. 
Tomado de Moens and Van Ghelue, 2005. 
 
Esta región contiene sitios de unión a varios factores de transcripción, como NF-1 y Sp-1, que 
parecen ser necesarios para una eficiente transcripción de los genes tempranos. Sin embargo, la 
presencia de múltiples sitios de unión a factores de transcripción distintos hace muy difícil sacar 
conclusiones respecto a la influencia de cada uno de ellos por separado [White et al., 2009].  
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El bloque S contiene la secuencia líder de la transcripción de los genes tardíos y tiende a ser una 
secuencia conservada [Moens et al., 1995]. Moens y colaboradores han identificado sitios de unión 
a elementos de respuesta a glucocorticoides y a progesterona, en dicho bloque S,  y han observado 
que la presencia de hormonas esteroideas como la progesterona y los estrógenos estimulan la 
transcripción de los genes tardíos y la replicación del BKPyV [Moens et al., 1994]. En un estudio 
prospectivo con trasplantados renales en terapia antirechazo con corticosteroides, se ha visto que 
dicho tratamiento está asociado con la replicación del BKPyV y la aparición de nefropatía [Hirsch 
et al., 2002]. 
 
2.7.1.2.3.-Reorganizaciones de la región reguladora, implicación clínica 
En general, la región reguladora del BKPyV es altamente variable con respecto al resto de zonas 
del genoma que son muy conservadas y se han detectado formas portadoras de mutaciones 
puntuales así como variantes reorganizadas. En concreto, la región reguladora del BKPyV se 
caracteriza por presentar el mayor grado de variación entre cepas de los poliomavirus de primates 
[White et al., 2009].  
Las regiones reguladoras reorganizadas presentan duplicaciones y/o deleciones completas o de una 
parte de uno o varios de los bloques que conforman la región reguladora. En general, dichos 
cambios ocurren en cualquiera de los bloques aunque se ha observado una tendencia a mantener los 
bloques P y S, subrayando la importancia de dichas regiones [Moens and Van Ghelue, 2005; White 
et al., 2009]. También se ha observado que las deleciones totales o parciales suelen tener lugar en el 
bloque R [Cubitt, 2006]. El bloque O no suele sufrir ningún tipo de reorganización y presenta un 
alto grado de conservación [White et al., 2009]. 
 Un caso extremo es el de la variante Dunlop, extensamente empleada como referencia al estudiar 
el BKPyV cuya confomación es OPPPS. Dicha cepa se aisló por primera vez de la sangre periférica 
de un individuo inmunocompetente [Seif et al., 1979]. Las uniones entre bloques P presentes en 
dicha cepa crean nuevos sitios de unión a AP1 que activan la transcripción de los genes tempranos 
[Moens et al., 1995].  
Aunque el mecanismo exacto no se conoce, se cree que las reorganizaciones de la región 
reguladora se generan por recombinación entre regiones no homólogas de las dos hebras de ADN 
recién sintetizadas al replicar el virus [Cubitt, 2006]. El virus latente apenas replica o no replica en 
absoluto y, durante la reactivación, es cuando aumenta su actividad replicativa y con ella, la 
probabilidad de generar reorganizaciones en la región reguladora. 
La región reguladora arquetípica está presente en cepas que han sido detectadas en la orina de 
individuos inmunocompetentes e inmunodeprimidos [Bhattacharjee and Chakraborty, 2004; Chang 
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et al., 1996a; Egli et al., 2009; Flaegstad et al., 1991; Markowitz et al., 1991; Rubinstein and 
Harley, 1989] y, por lo tanto, se cree que es la forma transmisible o infecciosa del virus. Estas 
cepas replican mal en cultivo celular y se ha visto que los sucesivos pases provocan la sustitución 
de dichas cepas por variantes cuya región reguladora es reorganizada [Rubinstein et al., 1991; 
Sundsfjord et al., 1990].  
De todo lo anterior, se puede inferir que mientras que la cepa arquetípica originariamente infectaría 
al hospedador, la reactivación del virus ocasionaría la generación de variantes reorganizadas. 
Dichas reorganizaciones podrían alterar posibles sitios de unión a factores de transcripción dado 
que las duplicaciones o deleciones de los bloques producen creación o eliminación de algunos de 
ellos. Se cree que, como consecuencia, el tropismo celular y la capacidad de infectar células 
podrían verse afectados [Moens and Van Ghelue, 2005]. 
En efecto, las variantes reorganizadas se han detectado, frecuentemente, en asociación con 
enfermedad y hay referencias de formas reorganizadas en biopsias renales de pacientes con 
nefropatía intersticial [Boldorini et al., 2009a; Boldorini et al., 2005b; Olsen et al., 2006; Randhawa 
et al., 2003] y en orina de pacientes con cistitis hemorrágica [Carr et al., 2006; Priftakis et al., 
2001]. Sin embargo, dichas reorganizaciones no parecen ser una condición ni necesaria ni 
suficiente para el desarrollo de estas patologías, puesto que no todos los pacientes presentan cepas 
del BKPyV con reorganizaciones, sino que la variante arquetípica parece ser la más común. 
Además, también pudieron observarse reorganizaciones en formas identificadas en pacientes que 
no desarrollaron la enfermedad [Boldorini et al., 2005b; Carr et al., 2006; Olsen et al., 2006].  
Por otra parte, Gosert y colaboradores, en un esclarecedor estudio, vieron que las variantes 
reorganizadas emergían y sustituían a las arquetípicas que, previamente, habían predominado en el 
plasma de los pacientes con nefropatía [Gosert et al., 2008]. En estudios previos, ya se había 
sugerido que las reorganizaciones podían tener lugar en la sangre, en concreto en los linfocitos de 
la sangre periférica donde se habían detectado formas arquetípicas así como reorganizadas 
[Chatterjee et al., 2000; Degener et al., 1999].  
Volviendo al estudio de Gosert y colaboradores, la aparición de las formas reorganizadas 
correlacionaba con una mayor carga viral de BKPyV en plasma. Se comprobó, asimismo, in vitro, 
que las variantes reorganizadas detectadas en biopsias de algunos de estos pacientes presentaban un 
aumento en la replicación, en la expresión de los genes tempranos y en la capacidad citopática 
respecto a las cepas arquetípicas [Gosert et al., 2008].  
Además, Broekema y colaboradores demostraron al analizar  todas las partes del genoma por 
separado (regiones temprana y tardía y región reguladora) que el mayor determinante genético de 
replicación  en células epiteliales del túbulo proximal del riñón, (hospedador natural del BKPyV) 
es la región reguladora [Broekema et al., 2010]. 
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Como se ha comentado con respecto a la patogenia de la infección neurológica debida al BKPyV, 
sólo se conoce la secuencia la región reguladora del virus obtenida a partir de diversas muestras de 
dos pacientes, con lo que resulta difícil llegar a alguna conclusión. En ambos casos, se detectaron 
formas reorganizadas (PQSPQS y PQRSPQRS) en LCR y cerebro y formas arquetípicas en orina 
[Jorgensen et al., 2003; Stoner et al., 2002]. 
Sin embargo, sí existen datos referentes a la asociación entre la región reguladora del poliomavirus 
JCPyV y el neurotropismo. Como se ha dicho anteriormente, JCPyV también presenta una forma 
arquetípica transmisible que es la única que se detecta en el riñón y en la orina de individuos sanos 
[White and Khalili, 2011; Yogo et al., 1990] mientras que las variantes reorganizadas se han 
asociado repetidamente con el desarrollo de LMP [Vaz et al., 2000; White and Khalili, 2011]. 
Asimismo, el análisis in vitro de las regiones reguladoras reorganizadas del JCPyV detectadas en el 
LCR de pacientes con LMP mostró que las variantes portadoras de dichas regiones reguladoras 
reorganizadas poseían una capacidad replicativa y una expresión de los genes tempranos 
aumentadas respecto a la variante arquetípica [Gosert et al., 2010].  
El neurotropismo y el aumento en la transcripción asociados a las variantes del JCPyV con región 
reguladora reorganizada pueden ser explicadas, en parte, por la presencia en las mismas de una 
duplicación en tándem de una parte de la región de control transcripcional de 98 pares de bases. La 
cepa reorganizada original que contiene este tipo de duplicación es la llamada cepa prototípica, 
Mad-1. Los elementos de 98 pares de bases duplicados son activadores de la transcripción y, al 
interaccionar con diversos factores celulares, determinan, en parte, el  tropismo del JCPyV por las 
células gliales y el hecho de que la replicación del virus esté restringida a astrocitos y 
oligodendrocitos [White et al., 2009].  
Por ejemplo, el factor de la transcripción específico de las células gliales Tst-1 promueve la 
transcripción del JCPyV y el tropismo por dichas células [Wegner et al., 1993].  Asimismo, NF-1X  
se sobreexpresa en cerebro y en otras células susceptibles de infección por JC y afecta a la 
transcripción de los genes tempranos y tardíos del mismo [Shinohara et al., 1997; Sumner et al., 
1996]. 
Por otra parte, es conocida la transactivación del JCPyV vía proteína Tat en los pacientes VIH-
positivos con LMP. Dicha proteína junto con el factor celular de transcripción Purα forman el 
complejo Purα/Tat los cuáles se unen a un elemento denominado GRS/upTAR activando la 
transcripción y la replicación del JCPyV [Daniel et al., 2001; Krachmarov et al., 1996]. 
Asimismo, se ha visto que existe una regulación positiva de la proteína del factor de crecimiento 
(Egr-1) en astrocitos en cultivo que se infectaron con el JCPyV y en oligodendrocitos y astrocitos 
provenientes de pacientes con LMP.  Se sabe, además, que Egr-1 se une al citado elemento GRS 
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activando la transcripción tardía del JCPyV, por lo que  se puede suponer que la indución del Egr-1 
pueda ser importante en la patogenia del LMP [Romagnoli et al., 2008].  
2.8.-CICLO REPLICATIVO DEL POLIOMAVIRUS 
HUMANO BK  
2.8.1.-UNIÓN A LOS RECEPTORES CELULARES  
Al infectar las células susceptibles, el poliomavirus humano BKPyV se une a receptores de la 
membrana plasmática de la célula hospedadora a través de la proteína VP1 (Figura 2.10). Gracias 
a la estructura cristalográfica  del poliomavirus murino, con el que BKPyV guarda gran similitud, 
se sabe que el virus se une al receptor celular en la zona correspondiente el surco entre los bucles 
BC1 y BC2 de VP1. Además, el receptor interacciona con las cadenas laterales de los bucles BC y 
HI [Stehle and Harrison, 1996; Stehle and Harrison, 1997; Stehle et al., 1994].  
No se conoce la naturaleza proteinácea del receptor celular del BKPyV pero se sabe se une a un 
ácido siálico α(2,3) bien presente en una N-glicoproteína [Dugan et al., 2005] o en los gangliósidos 
GT1b y GD1b [Low et al., 2006; Sinibaldi et al., 1990]. 
2.8.2.-ENTRADA CELULAR, TRÁFICO INTRACELULAR Y 
LIBERACIÓN DEL GENOMA  
El BKPyV entra en la célula mediante endocitosis asociada a la formación de caveolas. Se ha visto 
que este proceso es relativamente lento, pudiendo requerir unas 4 horas para llegar a término. Una 
vez en el interior de la caveola, el proceso infeccioso requiere una etapa de acidificación [Eash et 
al., 2004] sugiriendo una conexión clave entre los sistemas caveolar y endosómico.  Además, se 
sabe que es dependiente de una señal mediada por una tirosin-fosforilación [Dugan et al., 2006].  
Se cree que una vez en el interior de la caveola el virus se desplaza mediante los microtúbulos 
polimerizados de la célula infectada [Eash and Atwood, 2005; Jiang et al., 2009b]. El virión 
alcanzaría el retículo endoplasmático (RE). [Low et al., 2006]  y las caveolas que contienen el 
virión se fundirían con  la membrana del mismo. Sin embargo, no se sabe con exactitud si lo hace 
vía el aparato de Golgi [Eash et al., 2004] o, sorteando este orgánulo [Moriyama et al., 2007]. 
 En cualquier caso, el paso por el RE podría ser decisivo para que se lleven a cabo los cambios 
conformacionales que permiten al virus atravesar la membrana del RE para alcanzar el citosol [Tsai 
and Qian, 2010]. Una vez en el citosol, el proteosoma degradaría al virus provocándole alteraciones 
estructurales necesarias para la entrada en el núcleo [Jiang et al., 2009b; Tsai and Qian, 2010]. 
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No se conoce la ruta del BKPyV hasta el núcleo pero podría tener lugar mediante el complejo de 
poros nucleares, como en el caso del  SV40, o, directamente, sin pasar por el citosol dado que la 
membrana del retículo endoplásmico es continua con la membrana nuclear. Parece poco probable 
que el virión entero penetre en el núcleo y se cree que es el genoma viral desnudo el que es liberado 
en el interior del mismo [Tsai and Qian, 2010]. 
 
 
Figura 2.10. -Ruta de entrada del BKPyV en la célula infectada. 
Adaptado de Tsai and Qian, 2010. 
 
2.8.3.-TRANSCRIPCIÓN Y REPLICACIÓN 
Una vez que el genoma viral se ha liberado en el núcleo de la célula, tiene lugar la transcripción de 
los genes tempranos, la cual está regulada por el promotor temprano, mediante la ARN polimerasa 
II celular [Imperiale, 2007].  
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El transcrito primario generado sufre varias diversas alternativas de “corte y empalme” dando lugar 
a las tres proteínas tempranas o reguladoras diferentes: los antígenos T, t y el T truncado.  
Las funciones reguladoras del antígeno T han de estar activas para que se produzca la replicación 
celular. El antígeno T produce la entrada de la célula en fase S al interaccionar con la pRb y otros 
miembros de la familia del retinoblastoma como p107 y p130 y evitar la represión de la 
transcripción [Felsani et al., 2006; Harris et al., 1996]. Asimismo, el antígeno T se une a la proteína 
supresora de tumores p53 evitando la apoptosis celular [Imperiale, 2007]. El antígeno t, por su 
parte, bloquea la PP2A modulando las propiedades de crecimiento de la célula y maximizando la 
replicación viral [Yang et al., 1991].  
Una vez que ha tenido lugar la síntesis de las proteínas reguladoras y se ha establecido las 
condiciones celulares adecuadas para la síntesis del ADN, acontece la replicación viral.  El 
antígeno T se une al ORI formando un hexámero doble que provoca la hidrólisis del ATP, el 
desenrollamiento de la molécula de ADN viral debido a su función helicasa y el reclutamiento del 
complejo ADN polimerasa α-primasa [Dornreiter et al., 1992; Simmons, 2000]. 
Posteriormente, el antígeno T recluta a las proteínas de replicación A y a la topoisomerasa I y 
comienza la síntesis del ADN. La replicación es bidireccional y es llevada a cabo por la ADN 
polimerasa δ con su complejo accesorio, el antígeno de proliferación celular y el factor de 
replicación C. El antígeno T también participa en la elongación de las cadenas de ADN. La 
replicación acaba con la separación de las dos moléculas de ADN circular, la cual es mediada por 
la topisomerasa II [Imperiale, 2007].  
Al acabar la replicación del genoma, el antígeno T media la represión de la transcripción de los 
genes tempranos y estimula la transcripción de los genes tardíos y la expresión de las proteínas de 
la cápsida VP1, VP2 y VP3 y de la agnoproteína. Asimismo, se generan microARNs y que son 
perfectamente complementarios al antígeno T reduciendo así la expresión del mismo [White et al., 
2009].  
2.8.4.-ENSAMBLAJE Y LIBERACIÓN DE LOS VIRIONES  
Las proteínas VP1, VP2 y VP3 son transportadas desde el citoplasma, donde son producidas, al 
núcleo gracias a señales de localización nuclear. Se cree que la proteína VP1 es traslocada al 
núcleo independientemente de VP2 y VP3 [Eash et al., 2006].  
En el núcleo tiene lugar el ensamblaje de las proteínas de la cápsida que da lugar a los capsómeros. 
El extremo C’ terminal de una molécula de VP1 se introduce en la siguiente molécula de VP1 para 
así dar lugar a los pentámeros de VP1 y, por extensión, a la cápsida icosaédrica formada por 72 de 
estos pentámeros [Stehle and Harrison, 1997]. En el centro de cada pentámero reside una molécula 
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de VP2 o de VP3. La molécula de ADN se empaqueta con las histonas H2A, H2B, H3 y H4, 
creando una estructura de mini-cromosoma que es casi indistinguible de la cromatina de la célula 
hospedadora [Eash et al., 2006]. 
No está claro si el virus para liberarse provoca la lisis celular, posiblemente junto con apoptosis 
[Norkin and Ouellette, 1976] o bien es capaz de salir de células intactas [Clayson et al., 1989]. 
2.9.-PATOGENIA DEL POLIOMAVIRUS HUMANO BK 
La patogenia de la infección por el poliomavirus humano BKPyV incluye las siguientes etapas  (1) 
entrada del virus en el organismo, (2) multiplicación en el lugar de entrada, (3) transporte del virus 
a los órganos diana, (4) multiplicación en los órganos diana, (5) establecimiento de latencia en 
condiciones de inmunocompetencia, (5) reactivación y (6) patología en situaciones de 
inmunosupresión severa [Ahsan and Shah, 2006; Doerries, 2006] (Figura 2.11). 
 
Figura 2.11.-Patogenia de la primoinfección y de la reactivación del poliomavirus BK. 
Adaptado de Dorries, 2006. 
 
2.9.1.- TRANSMISIÓN Y EPIDEMIOLOGÍA 
La primoinfección tiene lugar en edades muy tempranas y el modo de transmisión no está aún bien 
definido. La hipótesis más aceptada es que la transmisión tiene lugar por la vía respiratoria ya que 
se ha conseguido aislar ADN del BKPyV de aspirados nasofaríngeos y de amígdalas de niños con 
enfermedades respiratorias [Goudsmit et al., 1982; Sundsfjord et al., 1994]. También parece 
probable la transmisión oral-fecal ya que se ha detectado ADN del BKPyV en heces de niños y en 
  INTRODUCCIÓN     52 
 
 
aguas residuales urbanas [Bofill-Mas et al., 2000; Vanchiere et al., 2005] y la transmisión oral-
urinaria debido a que el riñón es un conocido reservorio del BKPyV [Arthur et al., 1989; Randhawa 
et al., 2006]. La vía vertical o perinatal ha sido investigada con resultados controvertidos [Coleman 
et al., 1980; Pietropaolo et al., 1998b]. 
En un estudio reciente, sin embargo, se mostraron evidencias serológicas de la transmisión de la 
infección de la madre al recién nacido [Boldorini et al., 2011]. Finalmente, también se ha propuesto 
la transmisión vía trasplante de órganos [Andrews et al., 1988; Hirsch et al., 2002] y  parece que el 
riesgo está asociado a que el donante sea seropositivo a anticuerpos anti-BKPyV y el receptor 
seronegativo [Andrews et al., 1988].  
La primoinfección suele ser asintomática o estar asociada a síntomas respiratorios leves como se ha 
observado en estudios en los que se han demostrado seroconversión al BKPyV [Goudsmit et al., 
1981; Goudsmit et al., 1982]. La primoinfección con el virus BK puede cursar con cistitis, y 
nefritis, generalmente en niños inmunodeprimidos [Ahsan and Shah, 2006; Hashida et al., 1976; 
Saitoh et al., 1993]. Muy raramente, se ha asociado con el desarrollo de encefalitis [Voltz et al., 
1996].  
La infección por el poliomavirus BK es común en todas partes del mundo excepto en poblaciones 
remotas de la India o en tribus aborígenes de Brasil, Paraguay y Malasia [Knowles, 2006]. Como se 
ha dicho anteriormente, la seroprevalencia global frente al BKPyV en alcanza valores del 82%-
94% en la población general [Carter et al., 2009; Egli et al., 2009; Kean et al., 2009; Kjaerheim et 
al., 2007] mientras que, en embarazadas, se obtuvieron valores del 84% [Boldorini et al., 2011]. 
Respecto a la dinámica de anticuerpos frente al BKPyV, los recién nacidos presentan anticuerpos 
maternos que se pierden durante los primeros meses de vida de manera que entre los 4-11 meses de 
edad sólo el 5% de los niños presentan anticuerpos frente al BKPyV. No es hasta el segundo año de 
vida que comienzan a aumentar de nuevo, alcanzando valores en torno al 90% a los 5-10 años de 
edad [Knowles et al., 2003; Stolt et al., 2003]. Durante la adolescencia sufren un ligero aumento y 
en edades adultas disminuyen gradualmente desde los 50-60 años, hasta adquirir valores del 70% a 
partir de los 70 años [Kean et al., 2009; Knowles et al., 2003].  
2.9.2.- DISEMINACIÓN Y PERSISTENCIA 
No se conoce el mecanismo exacto por el cual el poliomavirus BK es transportado hasta los 
órganos diana. La presencia de ADN del BKPyV en los linfocitos de la sangre periférica y en el 
bazo [Chatterjee et al., 2000; Dorries et al., 1994; Pietropaolo et al., 2003] sugiere la diseminación 
hemática, bien pasiva o mediada por células blancas como medio de distribución del virus hasta los 
órganos diana [Jiang et al., 2009a]. El rango de tipos celulares susceptibles de infección depende de 
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los factores de transcripción y receptores específicos de cada uno de los mismos [Moens and Van 
Ghelue, 2005].  
Una vez alcanzados los órganos diana, el BKPyV establece latencia si el hospedador es 
inmunocompetente. Entre los principales órganos diana en los que el BKPyV establece su latencia 
destacan los siguientes:  
a) En primer lugar, el tracto urogenital incluyendo los riñones, la cérvix uterina, la próstata y 
la vejiga [Chesters et al., 1983; Heritage et al., 1981; Jiang et al., 2009a; Pietropaolo et al., 
2003]. Empleando análisis por inmunotinción específica para el BKPyV se han 
identificado las células epiteliales del riñón, el uréter y la vejiga como los principales tipos 
celulares que sufren la infección persistente del BKPyV [Shinohara et al., 1993]. Por lo 
tanto, que el BKPyV tiene un marcado tropismo por el tracto urogenital. 
b) En segundo lugar, los linfocitos de la sangre periférica [Chatterjee et al., 2000; Dorries et 
al., 1994]. 
c) Un sitio potencial de latencia es el tejido linfoide ya que el BKPyV se ha detectado en bazo 
y amígdalas [Goudsmit et al., 1982; Pietropaolo et al., 2003]. 
d) Otros posibles sitios de latencia son el cerebro y el tejido óseo [De Mattei et al., 1995; 
Pietropaolo et al., 2003]. 
No está claro si el estado de latencia implica un nivel de replicación bajo o nulo aunque podría 
tener lugar de forma intermitente como evidencia la excreción periódica del virus en la orina en un 
5%-7% de los individuos inmunocompetentes analizados [Egli et al., 2009; Husseiny et al., 2010].  
2.9.3. –REACTIVACIÓN Y EXCRECIÓN URINARIA 
La reactivación del BKPyV puede tener lugar en diversos contextos que se resumen en los 
siguientes:  
a) En condiciones de inmunodepresión leve tales como embarazo, edad avanzada y diabetes 
en las que la reactivación está ligada a viruria asintomática [Bendiksen et al., 2000; 
Bhattacharjee and Chakraborty, 2004; Coleman et al., 1980; Markowitz et al., 1991; Zhong 
et al., 2007b]. 
b) En el contexto de inmunodepresión severa, en el caso de trasplantados renales y de médula 
ósea pero también en trasplantados de otros órganos sólidos, pacientes con enfermedades 
autoinmunes como el lupus eritematoso o con inmunodeficiencias primarias, enfermos 
VIH-positivos o sometidos a otro tipo de tratamientos inmunosupresores [Cabrejo et al., 
2005; Chang et al., 1996a; Jin et al., 1995; Munoz et al., 2005; Sundsfjord et al., 1999]. La 
reactivación en estos individuos da lugar a una infección lítica que puede estar asociada a 
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viruria y viremia y que potencialmente puede desembocar en patología [Jiang et al., 
2009a].  
En pacientes inmunodeprimidos, se ha visto que los niveles de viruria correlacionan con el 
grado de inmunodepresión indicando que la replicación viral se debe más probablemente a 
la reactivación del virus que a una reinfección [Jiang et al., 2009a; Tsai et al., 1997]. En el 
caso de los enfermos VIH-positivos, se ha visto que dicha viruria es inversamente 
proporcional al  número total de CD4 [Knowles et al., 1999; Marinelli et al., 2007].  
Como se ha dicho anteriormente, la excreción urinaria del BKPyV es asintomática en personas 
inmunocompetentes. En niños menores de 10 años, la viruria del BKPyV presenta grandes 
variaciones entre estudios y oscila entre 4%-27% [Di Taranto et al., 1997; Jin et al., 1995; 
Knowles, 2006; Zhong et al., 2007b] mientras que los valores globales en los estudios con adultos 
no sobrepasan el 7% [Arthur et al., 1989; Bialasiewicz et al., 2009; Egli et al., 2009; Shah et al., 
1997]. En el estudio de Zhong y colaboradores, en el grupo de 0-9 años, los valores son altos, en 
torno al 24%, para descender en el grupo de edad incluído entre los 10 y los 30 años y aumentar 
progresivamente en edades posteriores hasta los 80-89 años en los que la viruria alcanza valores del 
40% [Zhong et al., 2007b].   
Este aumento asociado a personas de edad avanzada está relacionado con el estado de 
inmunodepresión de dichos individuos, hecho que también influye en el caso de las embarazadas 
[Bendiksen et al., 2000; Coleman et al., 1980; Chang et al., 1996b; Jin et al., 1995; Markowitz et 
al., 1991; Tsai et al., 1997].  Los valores de viruria van aumentando con el progreso de embarazo y 
mientras que en el primer trimestre y principio del segundo hay datos de ausencia de excreción del 
BKPyV (semanas 3-14), en el final del segundo trimestre y en el tercer trimestre hay datos de 
excreción de entre 4%-24% (semanas 16-39) [Bendiksen et al., 2000; Tsai et al., 1997].  
Con respecto a los trasplantados, el 10-60% de los receptores de un trasplante renal excretan el 
BKPyV en la orina [Anzivino et al., 2011; Drachenberg et al., 2007; Randhawa and Brennan, 2006; 
Saundh et al., 2010] y en el 55%, 32% ,26%, y 11% de los trasplantados de médula ósea, pulmón, 
corazón, e hígado, respectivamente [Amir et al., 2011; Azzi et al., 1994; Bedi et al., 1995; Dropulic 
and Jones, 2008; Munoz et al., 2005; Randhawa et al., 2005; Razonable et al., 2005; Vilchez and 
Kusne, 2006].  
En los enfermos VIH-positivos, se ha observado viruria en el 15%-58% de los individuos 
estudiados [Ahsan and Shah, 2006; Knowles et al., 1999; Ledesma et al., 2011; Shah et al., 1997]. 
En los pocos estudios en los que se ha evaluado la presencia de ADN del BKPyV en orina de 
pacientes con lupus eritematoso, se han obtenido frecuencias del BKPyV en orina muy dispares, 
16%-72% [Lu et al., 2009; Sundsfjord et al., 1999]. 
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2.10.-RESPUESTA INMUNE DEL HOSPEDADOR FRENTE 
AL POLIOMAVIRUS HUMANO BK 
2.10.1.-INMUNIDAD INTRÍNSECA 
La inmunidad intrínseca hace referencia a las respuestas celulares con propiedades antivirales que 
se expresan de forma constitutiva. Un ejemplo, son los cuerpos nucleares promielocíticos con los 
que el BKPyV interacciona, interfiriendo en su efecto antiviral, al causar la dispersión de dos de las 
proteínas principales que los componen, hDaxx y Sp100 [Jiang et al., 2011].  
Existen datos de que los cambios estructurales en dichos cuerpos nucleares promielocíticos podrían 
tener un papel en la patogenia de diversas enfermedades desmielinizantes, como en el caso de la 
LMP. Mediante inmunohistoquímica, se ha detectado acumulación de progenie viral del JCPyV en 
cuerpos promielocíticos detectados en células gliales de pacientes con LMP [Shishido-Hara, 2010]. 
2.10.2.-INMUNIDAD INNATA 
No existe demasiada información relacionada con la respuesta inmune innata frente al BKPyV. Sin 
embargo, en un estudio, se identificó a un grupo de pacientes que antes de ser trasplantados 
contaban con un número reducido de células dendríticas y que, una vez trasplantados, presentaron 
un riesgo incrementado de desarrollar viremia [Babel et al., 2011]. Teniendo en cuenta que las 
células dendríticas son importantes para la presentación antigénica y para la activación de las 
células T, un descenso en las mismas significaría un defecto en la inmunidad que, como se ha visto, 
es el principal factor implicado en el desarrollo de la NAPV [Hirsch et al., 2005; Manitpisitkul et 
al., 2010].  
Por otro lado, las defensinas humanas antimicrobianas y las citoquinas antivirales también parecen 
ser importantes a la hora de controlar la infección debida al BKPyV [Bennett et al., 2012]. La 
defensina α 5 humana interacciona con la partícula viral produciendo agregación de la misma y 
bloqueando su unión a las células del hospedador [Dugan et al., 2008]. Asimismo, el INF-γ inhibe 
la trascripción viral [Abend et al., 2007].  
No obstante, estudios con chips de ADN (microarray), en células del epitelio del túbulo proximal 
renal infectadas con el BKPyV, muestran que el virus no induce una respuesta inmune innata del 
tipo de las citoquinas por parte del hospedador [Abend et al., 2010]. Se cree, por tanto, que el 
BKPyV evade la respuesta innata del hospedador o también puede deberse al hecho de que el 
hospedador, al ser un trasplantado renal en tratamiento con altas dosis de inmunosupresores, esté 
inmunodeprimido [Bennett et al., 2012].  
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Uno de los posibles mecanismos de evasión del SI, es la generación de micro-ARNs que son 
complementarios de ARNs mensajeros presentes en la célula,  provocando la degradación de los 
mismos [Seo et al., 2008]. Existen micro-ARNs complementarios del ligando inducido por estrés, 
ULBP3, el cual es reconocido por el receptor de las células asesinas naturales, NKG2D. De esta 
forma, los micro-ARNs colaboran en la evasión del reconocimiento inmune y en la destrucción de 
células asesinas naturales infectadas [Bauman et al., 2011].  
2.10.3.-INMUNIDAD ADAPTATIVA 
La respuesta inmune adaptativa frente al BKPyV en el contexto de la NAPV, es un área activa de 
investigación. La inmunidad humoral no parece ser suficiente para restringir la infección debida al 
BKPyV y, en un estudio prospectivo, se vio que, aproximadamente, el 80% de los pacientes eran 
previamente positivos antes del trasplante renal y que incluso aquellos que eran seropositivos, 
posteriormente, desarrollaban viremia o NAPV [Hirsch et al., 2002].  
En contraste a la respuesta humoral, la inmunidad ligada a células T específicas para el BKPyV sí 
parece controlar la respuesta viral [Bennett et al., 2012; Jiang et al., 2009a]. De hecho, en pacientes 
con NAPV, los niveles altos de linfocitos T citotóxicos anti-BKPyV y títulos bajos de anticuerpos 
frente a dicho virus están asociadas con cargas virales reducidas en sangre y orina; mientras que 
una respuesta débil de linfocitos T citotóxicos y niveles de anticuerpos altos correlacionan con 
cargas virales en sangre elevadas [Chen et al., 2006]. Además, los niveles bajos de células T anti-
BKPyV productoras de INF-γ están relacionados con progresión a NAPV, mientras que la 
reconstitución de dicha respuesta celular correlaciona con la resolución de la patología [Binggeli et 
al., 2007; Chen et al., 2006; Prosser et al., 2008].  
Sin embargo, la respuesta de células T parece ser beneficiosa al comienzo de la infección pero al 
final de la misma produce un efecto inmunopatógeno. De hecho, se ha visto que la pérdida del 
trasplante puede estar asociada a acumulación de células T CD8+ específicas del BKPyV en el 
órgano trasplantado, como en el caso de JCPyV en la LMP-SRI [Babel et al., 2011; Vendrely et al., 
2005]. 
No se conoce cuál es la respuesta inmune frente al BKPyV en las infecciones neurológicas 
asociadas al mismo pero sí se han estudiado las respuestas celulares y humorales frente al JCPyV 
en el contexto de la LMP. El resultado es similar a lo observado con el BKPyV en los casos de 
NAPV. La respuesta humoral no parece ser importante dado que los niveles de anticuerpos anti-
JCPyV no cambian durante la progresión de la enfermedad ni son detectables en LCR [Jiang et al., 
2009a]. Por otra parte, niveles altos de células T CD4+ y CD8+ específicas anti-JCPyV están 
asociadas con supervivencia más larga de los enfermos de LMP [Berger et al., 1998; Gasnault et 
al., 2003; Jiang et al., 2009a]. 




Aunque la infección por el poliomavirus BK está asociada a la aparición de nefropatía intersticial y 
cistitis hemorrágica y el poliomavirus JC es el agente etiológico de la leucoencefalopatía multifocal 
progresiva; existen antecedentes bibliográficos de infección neurológica debida al poliomavirus BK 
y de nefropatía intersticial y cistitis hemorrágica asociadas a la infección del poliomavirus JC 
[Drachenberg et al., 2007; Lopes da Silva, 2011b; Mischitelli et al., 2010]. Por ello, parece 
recomendable establecer un diagnóstico diferencial mediante el empleo de una técnica que permita 
la detección simultánea de ambos agentes.  
Por otra parte, la cuantificación de la carga viral es un marcador de suma importancia en el 
diagnóstico y monitorización de estos pacientes, y más concretamente, de los pacientes con 
nefropatía asociada a la infección por poliomavirus [Hirsch et al., 2005; Hirsch et al., 2002]. Por 
consiguiente, el primer objetivo de esta tesis fue el siguiente: 
1.- Desarrollo y validación de una herramienta diagnóstica para la detección y cuantificación 
simultánea y específica de los poliomavirus humanos BK y JC en muestras clínicas de diversas 
patologías asociadas. 
Como parte de la actividad diagnóstica del Laboratorio de Aislamiento y Detección Viral del 
Centro Nacional de Microbiología (CNM), durante los años 1998 a 2010, se empleó una PCR 
convencional anidada y múltiple capaz de amplificar el antígeno T de los poliomavirus BK, JC y 
SV40 [Fedele et al., 1999]. El análisis de muestras llevado a cabo durante los citados años permitió 
la detección de ADN del poliomavirus BK en el líquido cefalorraquídeo de 20 pacientes que eran 
sospechos de infección neurológica por el poliomavirus JC. Dado que no se conocía la carga viral 
presente en las dichas muestras ni en otros pacientes similares descritos en la bibliografía, el 
segundo objetivo de la tesis fue el siguiente:  
2.-Determinación de la carga viral en el líquido cefalorraquídeo de pacientes con patologías 
neurológicas asociadas a la infección por el poliomavirus humano BK. 
En estudios previos se ha visto que la presencia de reorganizaciones en la región reguladora del 
JCPyV está asociada a la aparición de leucoencefalopatía multifocal progresiva, ya que determina 
el neurotropismo del virus [Vaz et al., 2000; White and Khalili, 2011]. Además,  se han descrito 
variaciones en los aminoácidos en la proteína VP1 del poliomavirus JC exclusivas de los pacientes 
con dicha patología que alteran la afinidad del virus por los distintos receptores celulares [Gorelik 
et al., 2011; Sunyaev et al., 2009; Zheng et al., 2005b]. Por estas razones, se plantearon el tercer y 
cuarto objetivos:  
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3.- Caracterización de la secuencia de la región reguladora del poliomavirus BK, en muestras de 
líquido cefalorraquídeo y suero de los citados pacientes neurológicos, con el fin de dilucidar si la 
presencia de reorganizaciones en dicha región puede determinar el neurotropismo del virus.  
4.- Caracterización de la secuencia de la proteína VP1 del poliomavirus BK, en muestras de líquido 
cefalorraquídeo y suero provenientes de los pacientes neurológicos, para dilucidar si existen 
cambios en los aminoácidos de la misma que pudiesen asociarse a la aparición de patología en 
SNC. 
Asimismo, para las cepas del BKPyV con región reguladora reorganizada detectadas en pacientes 
con nefropatía intersticial se ha descrito un incremento en la capacidad replicativa y en la expresión 
de los genes tempranos con respecto a las correspondientes variantes arquetípicas [Gosert et al., 
2008]. El mismo fenómeno se ha observado en las cepas del JCPyV con región reguladora 
reorganizada provenientes de pacientes con leucoencefalopatía multifocal progresiva [Gosert et al., 
2010]. Teniendo en cuenta lo anterior, el quinto y último objetivo fue el siguiente: 
5.- Análisis de la actividad de los promotores temprano y tardío de las variantes del poliomavirus 
BK con región reguladora reorganizada identificados en el líquido cefalorraquídeo de pacientes 
neurológicos,  mediante estudios de transfección en células Vero, y comparación de la misma con 
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4.-Scientific Article: “Development and 
validation with clinical samples of internally 
controlled multiplex real-time PCR for 
diagnosis of BKV and JCV infection in 
associated pathologies” 
4.1.-OBJETIVOS 
1.-Desarrollo de una PCR a tiempo real con control interno capaz de detectar y cuantificar, de 
forma específica y simultánea, el genoma de los poliomavirus humanos BK y JC. 
2.-Análisis de la sensibilidad y especificidad de dicha técnica con un panel internacional de control 
de calidad para el diagnóstico molecular de los poliomavirus BK y JC.  
3.-Determinación de la reproducibilidad intra e interensayo del método desarrollado con muestras 
clínicas. 
4.-Validación de la técnica con muestras clínicas previamente analizadas mediante una PCR 
convencional múltiple de  los poliomavirus BK y JC: orina y sangre de trasplantados renales con 
sospecha de nefropatía, líquidos cefalorraquídeos provenientes de pacientes con sospecha de 
leucoencefalopatía multifocal progresiva (VIH-positivos, en tratamiento con natalizumab y VIH-
negativos) y con muestras control. 
4.2.-CONCLUSIONES 
1.-La PCR a tiempo real múltiple para los poliomavirus BK y JC es específica y reproducible a 
juzgar por los resultados de la validación de la misma con muestras clínicas y muestras control. 
2.- La técnica desarrollada es más sensible que la técnica convencional y, no sólo permitió la 
confirmación de todas las muestras previamente positivas sino que permitió la detección de cuatro 
nuevos casos de infección neurológica asociada a la infección del poliomavirus JC y uno, debido a 
la infección del poliomavirus BK. 
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3.- Los resultados de los análisis del panel de control de calidad determinaron que la técnica 
desarrollada es “muy satisfactoria” para el poliomavirus BK y “satisfactoria” para el poliomavirus 
JC.  
4.- La mediana de la carga viral del poliomavirus BK en el líquido cefalorraquídeo de pacientes 
neurológicos fue de 9 x 10
3 
copias/ml con un rango de 6x 10
2
 copias/ml y 2 x 10
6
 copias/ml y no se 
observaron diferencias significativas con la carga viral del poliomavirus JC en el líquido 
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a  b  s  t  r  a  c  t
This  article  describes  the  development  and  validation  with  clinical  samples  of an  internally
controlled  multiplex  quantitative  real-time  PCR  (QRT-PCR)  for human  polyomaviruses  BK
(BKV) and  JC  (JCV).  Blood  and  urine  samples  from  renal  transplant  recipients  with  suspected
nephropathy,  and  cerebrospinal  fluid  (CSF)  specimens  from  AIDS,  natalizumab-treated  and
HIV-negative  patients  with  suspected  progressive  multifocal  leukoencephalopathy,  previ-
ously checked  for  BKV  and  JCV  by conventional  PCR,  were  tested  by QRT-PCR.  All  samples
positive  by conventional  PCR  were  confirmed  by QRT-PCR.  Four  cases  of  JCV-associated
neurological  infection,  including  all those  detected  in  natalizumab-treated  patients,  andiagnosis
nternal  control
uantification
one case  of BKV-related  neurological  infection  were  only  identified  by  QRT-PCR.  BKV  was
quantified in  the  CSF  of neurological  patients  for the first  time.  Analyses  of the  Quality
Control  for  Molecular  Diagnostics  2010  panel  were  “highly  satisfactory”  for BKV  and  “sat-
isfactory” for  JCV.  The  QRT-PCR  is  specific  and  reproducible.  It improves  the  sensitivity  of
conventional  PCR  for  the  diagnosis  of  BKV  and  JCV  infection  in  various  diseases.. Introduction
Polyomaviruses are small, nonenveloped DNA viruses
hat  infect a wide variety of vertebrates including humans.
uman polyomaviruses BK (BKV) and JC (JCV) are
idespread among humans with seroprevalence rates of
2%  for BKV and 39% for JCV in healthy adult blood donors
1].  Primary infection takes place during childhood and is
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usually asymptomatic. After primary infection, BKV and
JCV  remain latent in the urinary tract [2] but also in
mononuclear cells [3,4] and the central nervous system
(CNS) [5]. Asymptomatic reactivation and urinary shedding
have  been described, especially under immunosuppression
[6–9]. Pathological reactivation is generally associated with
severe  immunosuppressive status. BKV is the aetiologi-
cal agent of polyomavirus-associated nephropathy (PVAN)
and  urethral stenosis in renal transplant recipients and
also  of haemorrhagic cystitis (HC) in bone marrow trans-
plant  recipients [10]. The prevalence of PVAN, in renal
transplant recipients, varies from 1% to 10% [11]. Viral
DNA  quantification is recommended for monitoring the
clinical  course of PVAN and for managing the immunosup-
pressive therapy [12]. JCV is associated with progressive
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Table 1
Sequences of the primers and probes used in the real-time PCR assay.
Primer or probe Reference sequence (GenBank no.) Sequence 5′–3′/alignmenta Position
PM2+ GCWGAMACTCTATGYCTRTGTGG
BKV Dunlop (V01108) GCAGAAACTCTATGTCTATGTGG 4184–4206
JCV  Mad-1 (NC 001699.1) GCTGACACTCTATGTCTATGTGG 4047–4069
PM2− GGTAGAAGACCCYAARGACTTTCC
BKV Dunlop (V01108) GGAAAGTCTTTAGGGTCTTCTACCa 4388–4411
JCV  Mad-1 (NC 001699.1) GGAAAGTCTTTAGGGTCTTCTACCa 4251–4274
BKV probe BKV Dunlop (V01108) FAM-CCAGCACACATGTGTCTACT 4232–4251
JCV  probe JCV Mad-1 (NC 001699.1) VIC-GCTTGACTGAGGAATGCATGCAG 4221–4243
b
p (BKV) IC  probe – 
a Alignment of primer reverse PM2−  with references sequences Dunlo
b IC probe: internal control probe.
multifocal leukoencephalopathy (PML) in AIDS patients
at  a rate of approximately 3% of HIV-1 seropositive indi-
viduals [13]. Recently, JCV has been related to PML  in
multiple sclerosis (MS) patients treated with natalizumab
with an incidence of 1 in 1000 [14]. However, BKV has been
detected  in cerebrospinal fluid (CSF) samples from patients
with  CNS disease [15–17], including PML  [18,19], and JCV
can  be the aetiological agent of nephropathy [20,21] and
HC  [22–24]. Consequently, a differential diagnosis of JCV
and  BKV is necessary.
This  study aimed to develop an internally controlled
multiplex real-time PCR (QPCR) that can detect and accu-
rately  quantify both JCV and BKV in a single reaction tube.
Moreover, its suitability for the diagnosis of human poly-
omaviruses infection in various associated pathologies has
been  validated with clinical samples.
2. Materials and methods
2.1.  Clinical samples
Samples  were selected from those tested for poly-
omavirus DNA by conventional multiplex PCR of BKV, JCV
and  SV40 [25] in the National Microbiology Centre between
1999  and 2010. One hundred and seven blood and 94 urine
specimens from 12 renal transplant recipients with sus-
pected  PVAN were checked by QPCR. Thirty CSF specimens
from 29 HIV-positive patients and 26 CSF specimens from
19  MS  patients treated with natalizumab, all of them with
suspected PML, were also tested. In addition, 11 CSF sam-
ples  from 11 HIV-negative patients with suspected PML,
including two  cases of leukaemia, one renal transplant
recipient, one case of breast cancer, one case of lymphoma,
one patient treated with corticoids, one patient treated
with gamma  globulins, and four patients whose clinical
condition was unknown, were analysed. Subtypes of some
of  the samples included in the present study had been
determined in a previous study [26] and so samples con-
taining  BKV subtypes Ia (2 samples), Ib-1 (5), Ib-2 (3), II (5),
III  (2) and IV (2) were tested.
2.2.  Control samplesControl  samples were selected from those analysed
in the National Microbiology Centre between 2006 and
2009.  Seven CSF samples positive for Herpes SimplexNED-CGCATCACGCGCGACCTCTT –
and Mad-1 (JCV).
virus (HSV) DNA, seven CSF specimens positive for human
enterovirus RNA and ten CSF specimens negative for
human enteroviruses and human herpesviruses by a previ-
ously  described nested multiplex PCR [27] were included.
Two  cervical scraping samples positive for human papillo-
mavirus DNA by conventional PCR [28] were also tested.
Moreover, seven blood and seven serum specimens from
immunocompetent individuals without suspected poly-
omavirus infection were analysed.
2.3. DNA extraction
Viral  DNA was isolated from 200 l of clinical samples
with the QIAamp MinElute Virus Spin Kit (Qiagen, Izasa,
Spain) and eluted in 50 l of DNase-free water following
the manufacturer’s instructions.
2.4.  Primers and probes
Previously  described generic primers of both BKV and
JCV,  PM2+ and PM2−,  were used to amplify a conserved
fragment of the large T antigen gene [29] (Table 1).
Two-hundred and eighty JCV complete genome
sequences belonging to subtypes 1–8 and 163 BKV com-
plete  genome sequences belonging to subtypes I–IV whose
subtype had been determined in previous studies [30–33]
were  obtained from GenBank (http://www.ncbi.nlm.nih.
gov/nucleotide) and aligned with BioEdit software (Ibis
Theraupeutics, Carlsbad, CA, USA). Specific TaqMan-MGB
probes (Applied Biosystems, Foster City, CA, USA) for BKV,
JCV  and the internal control were designed and labelled
with FAM, VIC and NED dyes, respectively.
Dimers of primers and probes and self-formations of
probes were tested with Primer Select software (Lasergene,
DNASTAR Inc., Madison, WI,  USA).
2.5. Internal control plasmid
A  previously published internal control plasmid that
includes a sequence of pseudorabies virus DNA flanked by
the  primers PM2+ and PM2−  was  used [29].
2.6. Construction of BKV and JCV plasmids for standard
curves
The BKV and JCV PCR amplimers contained in the stan-
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amples positive for BKV and JCV DNA, respectively, by con-
entional  nested PCR [29]. The PCR products were purified
rom  the gel with a Wizard Genomic DNA purification kit
Promega, Madison, WI,  USA) and cloned into a TOPO TA
loning  kit for sequencing (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA).
he  resulting plasmids were purified using a QIAGEN Plas-
id  Maxi Kit (Qiagen, Izasa, Spain) and DNA concentrations
ere measured by UV spectroscopy. A stock containing
 × 108 copies/l of both BKV and JCV standard control
lasmids was produced.
.7.  QPCR conditions
Analyses were performed on the Applied Biosystems
500 Fast platform (Applied Biosystems, Foster City, CA,
SA)  but a conventional profile was run. Conditions con-
isted  of 15 min  at 95 ◦C and 40 cycles of 60 s at 94 ◦C and
0  s at 60 ◦C. The reaction mixture contained 2× Quanti-
ect Multiplex PCR Kit (Qiagen, Izasa, Spain), 300 nM of the
orward  primer, 900 nM of the reverse primer, 200 nM of
ach  probe, 1 mM of MgCl2, 100 copies of the internal con-
rol  plasmid and 5 l of the DNA eluted in a final volume
f 30 l. Positive (BKV, JCV and internal control plasmids)
nd negative (H2O) controls were included in each run.
Concentrations of primers, probes, MgCl2 and internal
ontrol were optimised empirically.
.8. Establishment and validation of standard curves for
uantification
For  the generation of standard curves, the stock of BKV
nd  JCV plasmids was 10-fold diluted down to 2 copies/l
nd 5 l of dilutions ranging from 2 × 106 copies/l to
 copies/l were assayed. Standard curves were produced
n  duplicate in each assay by plotting the threshold cycle
alues  against the logarithm of final concentrations ranging
rom  107 to 10 copies per reaction of BKV and JCV plasmids.
uantification of BKV and JCV in samples was estimated
y interpolation in the standard curves. Samples with viral
oads  >107 copies per reaction were diluted. Samples with
ewer  than 10 copies per reaction of BKV or JCV were tested
gain  and only consistent results were considered genuine.
The  inter-assay variability of the standard curves was
stimated by testing serial 10-fold dilutions from 107 to
 copy per reaction of both BKV and JCV plasmids on
hree consecutive days. On day 1, triplicates of the BKV
nd  JCV standards curves were performed to calculate
he intra-assay variability and the efficiency expressed as
 = 10−1/slope. On days 2 and 3, duplicates of the standard
urves were analysed. The detection limit was set at the
owest  dilution of BKV and JCV included in the standard
urve that was consistently detected in all replicates on
he  3 days tested.
.9. Specificity of the multiplex assay
The specificity of the multiplex assay was evaluated
y testing separately serial 10-fold dilutions from 106 to
0  copies per tube of each one of the standard control plas-
ids  BKV and JCV in assays which contained all probes
BKV, JCV and internal control).iology and Infectious Diseases 35 (2012) 173– 179 175
2.10. Quality control panel JCBKDNA10: specificity and
sensitivity of the QPCR
In  order to assess the specificity and sensitivity of the
assay, the Quality Control for Molecular Diagnostics 2010
panel  for JCV and BKV DNA (JCBKDNA10), organised in
collaboration with the European Society for Clinical Virol-
ogy  and the European Society for Clinical Microbiology &
Infectious  Diseases, was analysed using 300 l of the sam-
ples.  The panel consisted of six samples containing various
concentrations of two JCV subtype 1A strains, three and
two  samples containing various concentrations of BKV sub-
types  Ib-2 and Ib-1, respectively, and one sample negative
for  both.
2.11. Inter and intra-assay variability of the QPCR
Two BKV-positive blood samples (Blood 1, 2) and two
JCV-positive CSF specimens (CSF 1, 2) were extracted in
four  different runs. The viral loads of the DNA template
from the same and different extraction assays and their
replicates were quantified over four consecutive days in
order  to calculate the intra- and inter-assay variability.
3. Results
3.1. Reactivity across subtypes
Primers  and BKV probe showed no mismatches with
98.8% of the 163 BKV sequences belonging to subtypes I–IV.
Similarly,  no mismatches were found with either primers
or  JCV probe and 93.2% of the 280 JCV sequences belonging
to  subtypes 1–8. Most of the remaining sequences showed
single mismatches. Only five strains of subtype 7C1 and
one  strain of subtype 6 showed a double mismatch with
primer PM2+ and JCV probe, respectively, but none of them
affected  the 3′ end.
3.2.  Validation of the standard curves for quantification
Intra-assay variability with standard curves ranged
from 0.08% to 1.43% for BKV and from 0.11% to 1.68% for
JCV.  Inter-assay variability varied from 0.17% to 1.99% for
BKV  and from 0.17% to 2.18% for JCV.
While the ideal value of efficiency would be 2 when the
slope  is −3.2, efficiencies of 1.96 for BKV and 1.93 for JCV
with  slopes of −3.43 and −3.51, respectively, were esti-
mated. A detection limit of 10 copies per reaction of BKV
and  JCV was set since it was consistently detected in all
the  replicates of the standard curves; however, one copy of
both  BKV and JCV was  detected in most replicates. A linear
relationship from 107 to 10 copies per reaction of BKV and
JCV  plasmids was observed in all replicates.3.3. Specificity of the multiplex assay
No cross-reactivity was observed and each plasmid was
specifically detected by its corresponding probe.
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Table 2
Intra- and inter-assay variations of the assay with two  BKV-positive blood samples and two JCV-positive cerebrospinal fluid specimens.
Assay comparison Sample Range (copies/ml) Mean ± standard deviation (copies/ml) Coefficient of variation (%)
BKV
Intra-assay
Blood 1 206,580–251,478 233,730 ± 15,982 6.8%
Blood 2 10,374–15,850 12,464 ± 2177 17.5%
Inter-assay
Blood 1 157,409–252,848 198,284 ±  31,968 16.1%
Blood 2 6914–11,405 8744 ±  2009 22.9%
JCV
Intra-assay
CSFa 1 70,297–106,666 91,182 ± 14,817 16.3%
CSF  2 2462–4423 3498 ± 743 21.2%
6
Inter-assay
CSF  1 45,583–83,705 
CSF  2 2590–4110 
a CSF: cerebrospinal fluid.
3.4. Quality control panel JCBKDNA10: specificity and
sensitivity of the QPCR
Qualitative  results of the analysis of the JCBKDNA10
panel were considered “highly satisfactory” for BKV and
JCV  according to the Quality Control for Molecular Diag-
nostics 2010 report (QCMD2010), meaning that all positive
and  negative statuses of the samples were correctly
assigned. Quantitative results were “highly satisfactory”
for BKV since quantification of the samples was within
one standard deviation from the calculated mean for
each  sample and “satisfactory” for JCV since the quantita-
tive  values were within one and two standard deviations
from the mean for each sample except for JCBK10-3
(10 copies/ml by QPCR; 372 copies/ml according to the
QCMD  2010 report) and JC.BK10-12 (461 copies/ml by
QPCR;  9750 copies/ml according to the QCMD 2010 report).
As  few as 100 copies/ml for BKV and 264 copies/ml for JCV
could  be detected, since these are the lowest viral loads of
samples  included in the QCMD2010 panel.
3.5. Intra and inter-assay variability of the QPCR
Intra and inter- assay variability with clinical samples
ranged between 6.8% and 21.2% and between 16.1% and
22.9%,  respectively (Table 2).
3.6. Validation of the QPCR with clinical samples
All samples from renal transplant recipients posi-
tive for human polyomavirus DNA found to be positive
by  nested PCR were also positive with QPCR (Table 3).
However, 10 additional blood samples positive for
BKV (median 3561 copies/ml, range 784–10,275 copies/ml)
were detected by the latter method. Only 10 urine samples
of  patients from this group that were previously positive for
both  BKV and JCV showed a single infection with RT-PCR.
However, the only blood sample positive for both BKV and
JCV  was confirmed by the QPCR (BKV, 160,866 copies/ml,
JCV, 905 copies/ml).
Compared  to the conventional method, the QPCR
enabled the period of detectable viraemia to be lengthened
in  all five patients positive for BKV-DNA in blood and led
to  earlier detection in two of them.
The method described here not only enabled the identi-
fication of all 19 cases of JCV-related neurological infection9,361 ± 15,054 21.7%
3284 ± 585 17.8%
previously found to be positive by conventional PCR
but  also of four additional cases, including all those in
natalizumab-treated patients with the lowest viral loads
(median 279, range 263–451 copies/ml). Eight cases of
BKV-associated neurological infection were detected by
QPCR,  instead of seven, as assessed by conventional PCR.
BKV-associated neurological patients showed different
clinical conditions: six HIV-positive patients (one case of
meningitis, one case of encephalitis, one case of PML,
one case of neuropathy with aphasia and hypoacusia and
two  cases with unspecified neurological alterations), one
bone  marrow transplant recipient with chronic myeloid
leukaemia, HC and meningoencephalitis, and one case of
breast  cancer with PML. The median viral load of BKV
in  the CSF of these patients was  8667 copies/ml (range
607–1,886,509 copies/ml). BKV and JCV were detected in
the  CSF of two patients (BKV median 7137 copies/ml, JCV
median  2958 copies/ml).
Moreover, BKV-subtypes from I to IV present in the sam-
ples  were successfully detected and quantified.
All control samples including those from immunocom-
petent individuals or those containing papillomaviruses,
enteroviruses or HSV gave negative results, demonstrat-
ing the specificity of the technique. Besides, 28 bloods and
21  urine specimens, which were obtained from three renal
transplant patients with compatible clinical disease but
previously negative by conventional PCR for BKV DNA  in
all  of their samples, were also negative by QPCR.
4. Discussion
Only one multiplex QPCR for BKV and JCV including
an internal control has been previously reported [34].
This  method employs different sets of primers for the
internal control and the viral targets. Here we  describe
another internally controlled multiplex system with a
single  primer pair that provides very accurate absolute
quantification [35], with fewer problems due to primer
interaction and at lower cost. The inclusion of an inter-
nal  control enables possible inhibitions of the amplification
to be detected, thereby avoiding false-negative results
that  could lead to erroneous therapeutic decisions. The
specificity of the system is ensured by the probes that
exclusively detect each of the viruses. No signal is detected
with  strains of phylogenetically related viruses such as
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Table 3
Results of BKV and JCV detection and quantification by conventional PCR and QRT-PCR in clinical samples.






















BKV 41.7% (5/12) 18.7% (20/107) 41.7% (5/12) 28% (30/107) 5.7 × 103 784–1.7 × 106
JCV 8.3% (1/12) 0.9% (1/107) 8.3% (1/12) 0.9% (1/107) 905 -
Urine
BKV 75% (9/12) 72.3% (68/94) 66.7% (8/12) 68.1% (64/94) 1.5 × 108 1.7 × 103 to 3.3 × 1010
JCV 41.7% (5/12) 26.6% (25/94) 25% (3/12) 18.1% (17/94) 2.2 × 107 121–7 × 108
HIV-positive patients
with  suspected PMLb
CSFc
BKV 17.2% (5/29) 20% (6/30) 20.7% (6/29) 23.3% (7/30) 1.2 × 104 1.9 × 103 to 1.9 × 106
JCV 51.7% (15/29) 50% (15/30) 55.2% (16/29) 53.3% (16/30) 1.5 × 104 1.8 × 103 to 1.4 × 105
HIV-negative patients
with  suspected PML
CSF
BKV 18.2% (2/11) 18.2% (2/11) 18.2% (2/11) 18.2% (2/11) 2.8 × 103 607–5 × 103





BKV  0% (0/19) 0% (0/26) 0% (0/19) 0% (0/26) – –
JCV 0% (0/19) 0% (0/26) 15.8% (3/19) 11.5% (3/26) 279 263–451
a PVAN, polyomavirus-associated nephropathy.
b PML, progressive multifocal leukoencephalopathy.
c CSF, cerebrospinal fluid.
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viruses such as enteroviruses or HSV, which can be present
in  immunosuppressed patients. In addition, samples from
immunocompetent individuals without suspected poly-
omavirus infection were negative. The limit of detection
of  the standard curves was set at 10 copies per reaction of
BKV  and JCV standard control plasmids, which is consistent
with other reported multiplex QPCR detecting BKV and JCV
[36,37].  Linearity from 107 to 10 copies per reaction of both
BKV  and JCV standard control plasmids was also assured.
The  technique has been validated with a panel of
samples from patients with a wide range of polyomavirus-
associated clinical presentations, previously analysed by
conventional multiplex PCR, including renal transplant
recipients, HIV-positive patients, MS  patients treated with
natalizumab and patients with BKV-associated neurologi-
cal  infection. In most cases, the test proved to be efficient
and specific as well as more sensitive than the conventional
PCR. Besides, compared to the conventional method, the
QPCR  allowed the earlier detection of BKV viraemia in two
of  five renal transplant recipients positive for BKV DNA in
blood,  which in the practice could have led to improved
clinical management. Moreover, it enabled the identifica-
tion of five new cases of polyomavirus-related neurological
infection, including all the positive cases of natalizumab-
treated patients. In fact, JCV detection in the CSF of patients
natalizumab-treated implies a very high sensitivity since
JCV  viral load is <500 copies/ml in most of the cases [38].
In  our study, JCV viral load in these patients was always
<500 copies/ml and as few as 263 copies/ml of JCV were
detected in the CSF of one of them. Indeed, 100 copies/ml
for BKV and 264 copies/ml for JCV are certain to be detected,
as  these are the lowest viral loads of samples included in
the  QCMD 2010 panel. Moreover, the method was  able to
amplify  BKV subtypes I–IV in clinical samples, as expected,
since no significant mismatches were observed with the
BKV  probe and primers. Although only the subtype of the
JCV  strains included in the QCMD 2010 panel was  known
(1A),  absence or non-significant mismatches were found
between JCV sequences and JCV probe and primers.
The convenience of BKV and JCV co-quantification has
been  noted in our study since co-infections were found not
only  in the urine but also in the blood of one renal trans-
plant recipient. A putative role for JCV in PVAN has already
been  suggested [21]. More strikingly, BKV was detected in
the  CSF of eight neurological patients. Two of them were in
association  with JCV, but the association was absent from
the  other six. We  have previously reported 20 patients with
BKV-associated neurological infection [26] and BKV viral
load  in the CSF of eight of these patients was determined
for the first time in the present study.
The reproducibility of the system has also been tested
with clinical samples and found to be good, since variabil-
ity  ranges between 6.8% and 21.2% within the same assay
and  from 16.1% to 22.9% among different assays. How-
ever, these fluctuations should be taken into account when
the  effect of a treatment is being evaluated based on the
evolution of viral loads over time as for monitoring PVAN
patients [12]. Consequently, differences that are less than
the  intrinsic variability of the assay should not be consid-
ered  to be genuine. Surprisingly, such confidence intervals
are  not usually provided for commercial QPCR tests for
[
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BKV  or JCV. Moreover, quantification is based on standard
curves made with plasmids that are not subjected to DNA
isolation. Indeed, native polyomavirus DNA is supercoiled
[39] and therefore extremely difficult to denature. For these
reasons,  absolute quantification values should be consid-
ered  with caution until international standard preparations
become available.
In  summary, the real-time PCR described here provides
an  accurate, reproducible and specific simultaneous detec-
tion  and quantification of BKV and JCV in clinical samples.
It  allows sensitive diagnosis of BKV and JCV infection in
various  associated diseases.
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5.- Scientific Article: “BK polyomavirus with 
archetypal and rearranged non-coding control 
regions are present in cerebrospinal fluids 




 1.- Determinación de la conformación de la región reguladora de las cepas del poliomavirus BK 
detectadas en los pacientes neurológicos y de otras variantes detectadas en trasplantados renales, 
trasplantados de médula ósea y embarazadas para valorar si las cepas neurológicas presentan 
reorganizaciones características que puedan determinar el neurotropismo del virus. 
2.-Comparación de la actividad de los promotores temprano y tardío de las variantes neurológicas 
del poliomavirus BK cuya región reguladora es reorganizada con respecto a los correspondientes 
promotores temprano y tardío de la cepa arquetípica.  
 
5.2.-CONCLUSIONES 
1.- Las variantes neurológicas presentaron una conformación arquetípica en 14 de los 20 pacientes 
neurológicos y reorganizada, pero similar a otras previamente descritas y no neurotrópicas, en los 
seis pacientes restantes, y; por lo tanto, la presencia de reorganizaciones en la región reguladora del 
poliomavirus BK no es una condición ni necesaria ni suficiente para el desarrollo de patología 
neurológica.  
2.-La ausencia del poliomavirus BK del suero de 5 de 7 pacientes neurológicos, aun estando 
presente en las muestras de líquido cefalorraquídeo tomadas en la misma fecha, y la detección, en 
los dos pacientes restantes, de secuencias arquetípicas en suero sugiere que la infección neurológica 
debida al poliomavirus BK no parece tener su origen en la diseminación de una cepa reorganizada 
desde la sangre. 
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3.- La actividad de cinco de seis promotores tempranos y cuatro de seis promotores tardíos 
pertenecientes a variantes neurológicas cuya región reguladora era reorganizada demostró ser 
significativamente mayor que la de los correspondientes promotores arquetípicos en estudios de 
transfección con células Vero. 
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BK polyomavirus (BKPyV) has recently been postulated as an emerging opportunistic pathogen of
the human central nervous system (CNS), but it is not known whether specific strains are
associated with the neurotropic character of BKPyV. The presence of BKPyV large T-antigen
DNA was examined in 2406 cerebrospinal fluid (CSF) samples from neurological patients with
suspected JC polyomavirus infection. Twenty patients had a large T-antigen DNA-positive
specimen. The non-coding control region (NCCR) of the BKPyV strains amplified from CSF from
these 20 patients, strains circulating in renal and bone marrow transplant recipients and from
healthy pregnant women was sequenced. The archetypal conformation was the most prevalent in
all groups and 14 of the neurological patients harboured archetypal strains, while the remaining six
patients possessed BKPyV with rearranged NCCR similar to previously reported variants from
non-neurological patients. Transfection studies in Vero cells revealed that five of six early and four
of six late rearranged promoters of these CSF isolates showed significantly higher activity than the
corresponding archetypal promoter. From seven of the neurological patients with BKPyV DNA-
positive CSF, paired serum samples were available. Five of them were negative for BKPyV DNA,
while serum from the remaining two patients harboured BKPyV strains with archetypal NCCR that
differed from those present in their CSF. Our results suggest that NCCR rearrangements are not
a hallmark for BKPyV neurotropism and the dissemination of a rearranged NCCR from the blood
may not be the origin of BKPyV CNS infection.
INTRODUCTION
BK polyomavirus (BKPyV) is a small dsDNA virus that
belongs to the family Polyomaviridae which also contains
the human species JC (JCPyV) (Padgett et al., 1971), WU
(Gaynor et al., 2007), KI (Allander et al., 2007), Merkel cell
polyomavirus (Feng et al., 2008) trichodysplasia spinulosa-
associated polyomavirus (van der Meijden et al., 2010),
human polyomaviruses 6, 7 and 9 (Schowalter et al., 2010;
Scuda et al., 2011). BKPyV is widely distributed in the
human population and a seroprevalence rate of 82% in
healthy adult blood donors has been reported (Kean et al.,
2009). BKPyV’s primary asymptomatic infection usually
occurs during early childhood (3–4 years) and the res-
piratory (Sundsfjord et al., 1994) and oral–faecal (Bofill-
Mas et al., 2000) routes have been postulated. Vertical
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The GenBank/EMBL/DDBJ accession numbers for the RRA to RRF
and for the WWM to WWM17 sequences of the NCCR of BK
polyomavirus are JQ513609–JQ513614 and JQ513592–JQ513608,
respectively.
Supplementary tables are available with the online version of this paper.
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transmission soon after birth or during pregnancy has been
suggested (Boldorini et al., 2011). After primary infection,
latency is established mostly in the urogenital tract (Arthur
et al., 1989), but also in mononuclear cells (Do¨rries et al.,
1994; Tornatore et al., 1992) and in the central nervous
system (CNS) (Vago et al., 1996). In fact, BKPyV DNA has
been detected in brain tissue and cerebrospinal fluid (CSF)
of both immunocompetent and immunocompromised
subjects with or without neurological symptoms (Behzad-
Behbahani et al., 2003a, b; Voltz et al., 1996). Reactivation
of BKPyV is not uncommon and is frequently associated
with asymptomatic urinary shedding in diabetic patients,
increasing age and during pregnancy (Bendiksen et al.,
2000; Zhong et al., 2007). However, pathological reactiva-
tion is generally related to patients under severe immuno-
suppression such as renal transplant and bone marrow
transplant recipients where BKPyV is the aetiological agent
of nephropathy (PVAN) and haemorrhagic cystitis (HC),
respectively. Moreover, although the neurotropic character
is mostly related to JCPyV, which is strongly associated to
progressive multifocal leukoencephalopathy (PML), BKPyV
has been postulated as an emerging opportunistic pathogen
of the CNS (Lopes da Silva, 2011a). During almost 20 years,
only 25 cases of BKPyV-associated neurological infections
have been reported (Behre et al., 2008; Behzad-Behbahani
et al., 2003a, b; Bratt et al., 1999; Cabrejo et al., 2005; Ferrari
et al., 2008; Friedman & Flanders, 2006; Garavelli &
Boldorini, 2002; Hedquist et al., 1999; Hix et al., 2004;
Jørgensen et al., 2003; Kinnaird & Anstead, 2010; Lesprit
et al., 2001; Lopes da Silva et al., 2011; Stoner et al., 2002;
Vallbracht et al., 1993; Vidal et al., 2007; Voltz et al., 1996).
BKPyV-associated neurological infection has been described
in healthy individuals with reduced clinical involvement
(Behzad-Behbahani et al., 2003a; Voltz et al., 1996). How-
ever, most of the cases were immunosuppressed patients
including AIDS patients, bone marrow transplant recipients
suffering from encephalitis, or meningoencephalitis asso-
ciated with renal impairment (Behre et al., 2008; Behzad-
Behbahani et al., 2003b; Bratt et al., 1999; Friedman &
Flanders, 2006; Garavelli & Boldorini, 2002; Jørgensen et al.,
2003; Kinnaird & Anstead, 2010; Lesprit et al., 2001; Lopes
da Silva et al., 2011).
In a previous study of our group, 20 new cases of BKPyV-
associated neurological infection were reported (Ba´rcena-
Panero et al., 2012). DNA encoding the entire VP1 protein
was successfully amplified from CSF from 14/20 of these
patients and sequenced. Most of them suffered from AIDS
and their neurological presentation was quite heterogenic,
being PML the most common affection. VP1 sequences
obtained from those patients were compared to the VP1
sequences detected in the blood of patients with other
pathological conditions such as renal and bone marrow
transplant recipients and in the urine of healthy pregnant
women. Our results indicated that the mutations in BKPyV
VP1 sequence seem to be frequent and independent of the
development of BKPyV-associated neurological infection,
suggesting that polymorphism in the VP1 protein does not
appear to be the major determinant of neurotropism of
BKPyV.
The BKPyV genome is organized into three functional
domains: the hypervariable non-coding control region
(NCCR) and the conserved early and late regions (Seif
et al., 1979). The NCCR contains the origin of replication
(O-block) as well as the transcriptional control region that
includes the promoter and enhancer for transcription of
the early and late genes. The archetypal NCCR is arbitrarily
divided into transcription factors binding regions O
(142 bp), P (68 bp), Q (39 bp), R (63 bp) and S (63 bp)
(Markowitz & Dynan, 1988; Moens et al., 1995). BKPyV
strains isolated from the urine of immunocompetent
individuals and immunosuppressed patients contain the
archetypal NCCR architecture known as WW (Bhattacharjee
& Chakraborty, 2004; Chang et al., 1996; Egli et al., 2009;
Flaegstad et al., 1991; Markowitz et al., 1991; Rubinstein &
Harley, 1989). However, after propagation in cell culture,
strains showing rearranged NCCR take the place of BK
WW strain (Flaegstad et al., 1991; Rubinstein et al., 1991;
Sundsfjord et al., 1990). Rearrangements consist of complete
or partial duplications or deletions of the NCCR-blocks.
BKPyV variants with rearranged NCCR have been detected
in patients suffering from PVAN, HC and autoimmune
diseases (Sugimoto et al., 1989; Sundsfjord et al., 1999), but
not in all patients (Anzivino et al., 2011; Boldorini et al.,
2005; 2009; Carr et al., 2006; Olsen et al., 2006; Randhawa
et al., 2003; Sharma et al., 2007). In fact, the dominant
structure of NCCR found in those patients corresponded
to the archetypal form and therefore rearrangements seem
to be neither necessary nor a sufficient condition for
reactivation of the virus and the development of disease. In
an elegant study, strains with rearranged NCCR showed to
emerge and substitute the WW variants that were predom-
inant in the plasma of PVAN patients. Moreover, the
appearance of the rearranged forms was correlated with
significantly higher plasma viral load (Gosert et al., 2008).
In vitro studies demonstrated that rearranged variants
identified in biopsy specimens of some of these patients
displayed increasing early gene expression, replication and
cytopathology compared with WW. In a recent study, the
main functional regions of BKPyV genome, NCCR, early
and late regions, were independently analysed and the
NCCR region was shown to be the major determinant of
replication in primary renal proximal tubule epithelial cells
(Broekema et al., 2010).
The NCCR architecture of BKPyV neurological strains has
only been characterized in one leukaemia patient and in
one AIDS patient, both suffering from meningoencepha-
litis and PVAN (Jørgensen et al., 2003; Stoner et al., 2002).
Variants with rearranged NCCR were identified in the CSF
and brain of both patients, while the WW form was
excreted in the urine. The presence of the rearranged
strains exclusively in specimens from the CNS could be
explained by viral adaptation to specific host tissues.
However, because only two cases have been described, a
larger number of patients should be studied.
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The aim of this study was to investigate if a specific NCCR
conformation could be the determinant for neurotropism
of BKPyV. As aforementioned, 20 neurological patients
with a CSF sample positive for BKPyV large T-antigen (LT-
ag) DNA were previously reported (Ba´rcena-Panero et al.,
2012). In the present study, the NCCR sequence of these
neurological BKPyV isolates was determined and com-
pared to the NCCR sequences from strains circulating in
renal transplant recipients, bone marrow transplant patients
and healthy pregnant women in order to elucidate whether
rearrangements are involved in BKPyV neurotropism. More-
over, with the purpose of determining if those rearrange-
ments confer better replication abilities to the neurological
strains, the activities of the early and late promoters of the
neurological rearranged strains were compared with those of
the archetypal strain.
RESULTS
Amplification and sequencing of BKPyV NCCR
DNA in neurological patients and in controls
Positive amplification of BKPyV NCCR DNA was achieved
in the CSF of 20 neurological patients (NP1–NP20; Table
1) previously positive for BKPyV LT-ag DNA. Complete
BKPyV NCCR sequences were obtained from 23 of 27 CSF
samples and four of 22 sera specimens belonging to these
20 patients. Patients NP4 and NP15 had CSF samples that
were PCR positive for both BKPyV and JCPyV LT-ag DNA,
while CSF specimens of patients NP1, NP3, NP5, NP10 and
NP18 were positive for herpes simplex virus (HSV), human
herpesvirus 6 (HHV6), Epstein–Barr virus (EBV), cyto-
megalovirus (CMV) and EBV, and EBV DNA, respectively.
Amplification and sequencing of BKPyV NCCR DNA
were also completed for 37 blood samples and one serum
sample from 38 of 44 kidney transplant recipients (re-
ferred to as RTR21-58; Table 2), five of five blood and 16
of 17 urine specimens from six bone marrow transplant
recipients (referred to as BMT59-64; Table 2) and five
urine samples from 5 of 11 pregnant women (referred to
as PW1-5; Table 2).
NCCR architecture of BKPyV isolates in CSF from
patients with neurological diseases
The BKPyV NCCR sequences obtained from the neuro-
logical patients and the pathological and non-pathological
controls are shown in Tables 1 to 3 and Fig. 1. Both
rearranged and archetypal NCCR architectures could be
observed in the CSF of the neurological patients and a
specific NCCR conformation could not be associated with
the BKPyV neurological strains.
Six patients (30%) harboured rearranged variants RRA to
RRF (GenBank accession nos JQ513609–JQ513614) in
their CSF compared with the 7 of 44 (16%) transplant
recipients including 6 of 38 RTR and one of six BMT that
contained BKPyV isolates with rearranged NCCR in their
blood (RRG to RRM, GenBank accessions nos JQ513615–
JQ513621) and to none of the five pregnant women.
Although a higher frequency of rearrangements could be
observed in the neurological patients differences were not
statistical significant. The NCCR conformation of the
rearranged forms is depicted in Fig. 1. The architecture of
these rearranged NCCR in the BKPyV strains present in
CSF of neurological patients are not unique because strains
with similar NCCR anatomy have been previously reported
in isolates from other patient groups (Table S1, available in
JGV Online). The archetypal NCCR contains a plethora of
putative binding sites for transcription factors (Table S2).
Due to the rearrangements, putative transcription factor
binding sites are created or removed in the rearranged
NCCRs (Table S3). Rearranged variants RRA to RRF were
isolated from five human immunodeficiency virus (HIV)
positive (NP5, NP11, NP12, NP17 and NP20) and one HIV
negative, immunosuppressed (NP7) patient. For patients
NP5, NP17 and NP20 subsequent CSF specimens were
available and sequence analysis of the BKPyV NCCR in
these samples revealed conservation of the NCCR in the
consecutive sample. Variants RRA, RRB and RRF showed a
linear conformation (OPQRS) although large deletions of
one or more of the blocks were detected, while variants
RRC to RRE had non-linear conformations due to large
deletions or/and duplications (Fig. 1).
CSF of 14 neurological patients (NP1–4, NP6, NP8–10,
NP13–16, NP18 and NP19) harboured strains with
archetypal WW NCCR (Table 1) that was also the most
common strain identified in different samples of both
healthy individuals and pathological controls (Table 2). A
total of 17 different WW strains (WWM to WWM17,
GenBank accession nos JQ513592–JQ513608) were reported
according to the point mutations (Tables 3 and 3a). Variants
WWM to WWM7 were detected in the CSF of neurological
patients. WWM was the most frequently found variant,
being identified in the CSF from nine of the patients with
different clinical conditions (NP1, NP2, NP6, NP8, NP9,
NP10, NP14, NP16 and NP19). Variants WWM5, WWM7
and WWM4, which were detected in the CSF of NP13 and
NP18 and in the serum of NP5, respectively, were exclusive
for the NP group. Remarkably, WWM17 was exclusively
identified in the urine of pregnant healthy controls.
Early and late promoter activity of the rearranged
NCCRs of the BKPyV strains detected in CSF
differed significantly from archetypal WW NCCR
Previous studies have shown that rearrangement in the
NCCR changes the transcriptional strength of both the
early and late promoters (Gosert et al., 2008; Markowitz
et al., 1990; Moens et al., 1995). The promoter activity of
the rearranged NCCR of BKPyV variants isolated from CSF
has not been tested so far (Jørgensen et al., 2003; Stoner
et al., 2002). Therefore, we compared the early and late
transcriptional activities of the different NCCR variants
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Table 1. Detection of BKPyV NCCR, human herpesviruses and human enteroviruses DNA by PCR in samples obtained from
neurological patients
CSF, Cerebrospinal fluid; Neg, negative; NT, not tested; BMT, bone marrow transplant recipient; HC, haemorrhagic cystitis; NA, not available; PML,
progressive multifocal leukoencephalopathy.
Patient Clinical condition Sample Date of sampling NCCR structure PCR for other virusesD
NP1 (M, 32)* HIV, meningitis CSF 1 22/04/1998 Neg Neg
CSF 2 08/02/1999 WWMd HSV
NP2 (M, 26) HIV, encephalitis CSF 19/06/2000 WWM Neg
NP3 (M, 19) Chronic myeloid
leukaemia, BMT, HC,
meningoencephalitis
CSF 1 13/06/2001 WWM3 HHV6
Serum 1 13/06/2001 NT
CSF 2 13/07/2001 Neg Neg
Serum 2 13/07/2001 NT
CSF 3 17/07/2001 NT NA
Serum 3 17/07/2001 NT
Serum 4 20/07/2001 NT
Serum 5 30/07/2001 NA
NP4 (M, 56) HIV CSF 28/11/2001 WWM3 JCPyV
NP5 (F, 47) HIV, neuropathy, brain
astrocitome and death
CSF 1 18/01/2002 RR§ A EBV
CSF 2 25/02/2002 RRA NA
Serum 25/02/2002 WWM4
Blood 25/02/2002 Neg
NP6 (M, 36) Inmunocompetent,
encephalitis
CSF 1 28/02/2002 WWM Neg
Serum 1 28/02/2002 Neg
CSF 2 14/03/2002 Neg Neg
Serum 2 14/03/2002 Neg
NP7 (M, 68) Immunosuppresed
HIV-negative, fever and
disorientation
CSF 14/03/2002 RRB Neg
NP8 (F, 73) Breast cancer, PML CSF 09/08/2002 WWM Neg
Serum 09/08/2002 WWM2
NP9 (F, 13) Chronic myeloid leukaemia,
convulsive status, HC
Six sera (1–6) 10/05/2002–31/10/2002 Neg
CSF 19/11/2002 WWM Neg
Serum 7 19/11/2002 Neg
NP10 (F, NA) HIV, PML CSF 02/12/2003 WWM CMV,EBV
NP11 (M, NA) HIV, PML CSF 27/01/2004 RRC Neg
NP12 (M, 37) HIV, Brain lymphoma CSF 12/02/2004 RRD Neg
NP13 (F, 5) Blackfan-Diamond anaemia,
encephalopathy, BMT, HC
CSF 23/03/2004 WWM5 Neg
Serum 1 23/03/2004 Neg
Serum 2 12/04/2004 WWM6
Serum 3 13/04/2004 WWM6
Two sera (4–5) 14/07/2006–21/03/2007 Neg NEG
NP14 (M, NA) HIV, PML CSF 11/10/2004 WWM NEG
NP15 (M, NA) HIV, PML CSF 10/01/2005 WWM3 JCPyV
NP16 (F, 44) HIV, encephalopathy CSF 01/04/2005 WWM Neg
NP17 (M, 48) HIV, encephalopathy CSF 1 13/06/2005 RRE Neg
CSF 2 20/06/2005 RRE Neg
Serum 20/06/2005 Neg
NP18 (F, 52) Multiple sclerosis CSF 10/05/2007 WWM7 EBV
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characterized in BKPyV strains detected in CSF with that of
the WW archetype. We also included the NCCR of the
Dunlop strain as this isolate is often used in studies with
BKPyV. This strain has an OPPPS NCCR structure (Moens
et al., 1995).
Except for variant RRA, all rearranged variants had
significantly higher early promoter activity compared with
the archetype (Fig. 2). RRA possessed a significantly weaker
promoter than the archetype. This variant has the linear
OPQRS anatomy, but contains a 10 bp deletion in its R-
block. This deletion removes putative binding sites for
several transcription factors (Table S3). The RRB and RRF
variants also retain the linear OPQRS NCCR anatomy, but
have deletions in the O, P, R and the R- and S-blocks,
respectively. Both displayed higher (5.5-fold and 2.5-fold,
respectively) early promoter activities than the archetype in
this assay. Of the CSF-circulating BKPyV strains with non-
linear OPQRS NCCR anatomy, RRC had the highest early
promoter activity (4.2 times higher than the archetype).
This variant has an OPQRPQRS anatomy. RRD with a
partial duplication of the P-block, and RRE with two
incomplete P-blocks and a partial duplication of the Q-
block also showed higher early promoter activity than
archetypal NCCR. All variants had weaker early promoter
activity than the Dunlop strain.
The late promoter activity of variants RRA to RRE and the
Dunlop strain was significantly different from the arche-
typal being 1.3- to 2.4-fold higher for the variants RRB,
RCC, RRD and RRE and ~30% weaker for the variants
RRA and the Dunlop strain.
NCCR architecture in the sera from neurological
patients with BKPyV-positive CSF
For seven neurological patients (NP3, NP5, NP6, NP8,
NP9, NP13 and NP17), sera specimens paired to the CSF
sample were available. No NCCR PCR product was
obtained for the sera of five of these patients, while the
sera of patients NP5 and NP8 harboured isolates with an
archetypal NCCR (Table 1). In NP5, the rearranged form
RRA was found in CSF, while an isolate with an archetypal
NCCR (WWM4) was circulating in her serum. The serum
of NP8 contained BKPyV with WWM2 NCCR, while
WWM NCCR was detected in the CSF of this patient. In
patient NP13, whose paired serum sample was negative,
BKPyV NCCR DNA could be detected in two serum
samples collected at later time points. Both of these
contained BKPyV with WWM6 NCCR, while BKVPyV
with WWM5 was present in her CSF. In the only patient
with sera collected prior to the positive CSF (NP9), BKPyV
DNA could not be detected in sera.
DISCUSSION
BKPyV is considered a nephrotropic virus that establishes a
persistent, harmless infection in immunocompetent indi-
viduals (Hirsch & Steiger, 2003; Reploeg et al., 2001).
Although, BKPyV resides mainly in the kidney after
primary infection, it may also occupy other locations such
as the CNS since it has been identified in the brain of
normal individuals (De Mattei et al., 1995; Elsner &
Do¨rries, 1992). Moreover, recent findings indicate that
BKPyV may be an opportunistic neurotropic agent because
BKPyV DNA has been detected in the CNS, CSF and eye.
Moreover, BKPyV seems to be associated with malignant
and non-malignant neurological diseases (Ba´rcena-Panero
et al., 2012; Behzad-Behbahani et al., 2003b; Bratt et al.,
1999; Hammarin et al., 1996; Hix et al., 2004; Jørgensen
et al., 2003; Lopes da Silva, 2011a, b; Moens & Johannessen,
2008; Ribeiro et al., 2010; Ryschkewitsch et al., 2004; Stoner
et al., 2002; Vago et al., 1996; Vallbracht et al., 1993; Vidal
et al., 2007; Voltz et al., 1996). Our study confirmed that
BKPyV can occasionally be present in CSF from patients
with neurological diseases. Clinical isolates typically possess
point mutations or partial/complete duplications and
deletions of the P-, Q-, R- and S-blocks, which constitute
the transcriptional control region (Moens & Van Ghelue,
2005; Sharma et al., 2007). So far, the NCCR anatomy of
two BKPyV strains isolated from CSF have been described;
one from an AIDS patient and the other from a leukaemia
patient with tubulointerstitial nephritis and meningoence-
phalitis (Jørgensen et al., 2003; Stoner et al., 2002). Both
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Table 1. cont.
Patient Clinical condition Sample Date of sampling NCCR structure PCR for other virusesD
NP19 (M, 43) HIV, encephalopathy CSF 19/09/2007 WWM Neg
NP20 (M, 45) HIV, PML CSF 1 14/12/2010 RRF Neg
CSF 2 30/12/2010 RRF Neg
*Male or female, age.
DThe presence of other neurological viruses in the CSF of the neurological patients was evaluated by multiplex nested PCR of the LT-ag of BKPyV,
JCPyV and SV40 and by a multiplex nested PCR that detects HSV, varicella-zoster virus (VZV), CMV, HHV6, EBV and human enteroviruses
(EVs).
dWWM variants contain the archetypal NCCR structure except for single point mutations, nucleotide insertions and deletions (see Table 3).
§RR variants contain major modifications of the archetypal NCCR structure by duplications and/or deletions.
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Table 2. Clinical data and results of the NCCR analysis from the clinical patients studied
RTR, Renal transplant recipients; PVAN, polyomavirus-associated nephropathy; CRI, chronic renal insufficiency; NA, not available; BMT, bone
marrow transplant recipients; HC, haemorrhagic cystitis; PW, pregnant woman.
Patient Clinical condition Gender Age (years) Sample NCCR structure
RTR21 Biopsy-confirmed PVAN Male 58 Blood WWM*8
RTR22 CRI Female 47 Blood WWM9
RTR23 Biopsy-confirmed PVAN Male 58 Blood RRDG
RTR24 NA NA NA Blood RRH
RTR25 NA NA NA Blood WWM
RTR26 Suspicious of PVAN Male 55 Blood RRI
RTR27 CRI Male NA Blood WWM3
RTR28 NA Male NA Blood WWM2
RTR29 Suspicious of PVAN Male 36 Blood WWM
RTR30 Suspicious of PVAN Male NA Blood WWM9
RTR31 Suspicious of PVAN Female 53 Blood WWM3
RTR32 Suspicious of PVAN Female NA Blood WWM10
RTR33 Suspicious of PVAN, secondary CRI Female 56 Blood WWM2
RTR34 NA Male NA Blood RRJ
RTR35 CRI Male 73 Blood WWM9
RTR36 NA Female NA Blood WWM3
RTR37 Suspicious of PVAN Female 36 Blood WWM2
RTR38 Suspicious of PVAN Male NA Blood WWM2
RTR39 Suspicious of PVAN Female 44 Blood WWM
RTR40 Suspicious of PVAN, CRI Male 50 Blood WWM11
RTR41 Suspicious of PVAN, terminal CRI Female 38 Blood WWM12
RTR42 Suspicious of PVAN Male NA Blood WWM
RTR43 Suspicious of PVAN Male NA Blood WWM2
RTR44 Suspicious of PVAN, CRI Male 73 Blood WWM13
RTR45 Suspicious of PVAN Male NA Blood WWM6
RTR46 Suspicious of PVAN Male NA Blood WWM
RTR47 CRI Female 55 Blood WWM3
RTR48 NA Female NA Blood WWM2
RTR49 NA Female NA Blood WWM14
RTR50 CRI Male 46 Blood RRK
RTR51 NA Male NA Blood WWM
RTR52 CRI Male 56 Blood WWM6
RTR53 NA Male NA Blood WWM2
RTR54 NA Female NA Blood WWM3
RTR55 NA Female 41 Blood WWM9
RTR56 NA Male 57 Blood RRL
RTR57 Suspicious of PVAN Male 28 Serum WWM15
RTR58 NA Male 38 Blood WWM14
BMT59 Acute lymphoblastic leukaemia, HC Male 10 Blood WWM
Urine WWM










BMT61 NA Female 45 Urine 1 WWM16
Urine 2 WWM16
Blood WWM16
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isolates had a rearranged NCCR which made the authors
speculate that these variants replicate better in neuronal
cells. Similar to JCPyV, the aetiological agent of PML, it has
been postulated that these strains with rearranged NCCR
may be involved in the initiation and/or development of
the neuropathological condition. While the archetypal
NCCR sequence is consistently detected in the kidney and
urine of immunocompromised and healthy individuals and
is not infectious in tissue culture models, rearranged
variants have been identified in the brain and other tissues
of PML patients (Marshall & Major, 2010; Sabath & Major,
2002; White & Khalili, 2011). Identically rearranged forms
circulated in CSF and plasma of PML patients (Pfister
et al., 2001), suggesting that JCPyV can migrate from blood
to brain before developing PML. The situation with BKPyV
in neurological patients seems to differ from that of JCPyV
in PML patients. CSF specimens from most patients con-
tained non-rearranged archetypal strains and the rearran-
gements detected in the CSF of the neurological patients
had a composition very similar to those observed in BKPyV
isolates found in different biosamples from non-neuro-
logical patients (Table S1). This suggests that rearrange-
ment of the NCCR does not seem to be a required
condition for viral replication in neural tissue and for the
development of BKPyV-associated neurological infection.
These results are in agreement with previous studies
proposing that rearrangements are not a prerequisite for
the pathogenesis of other BKPyV-associated illnesses such
as PVAN or HC (Boldorini et al., 2005; 2009; Carr et al.,
2006; Randhawa et al., 2003; Sharma et al., 2007).
On the other hand, for those patients with paired serum
and CSF specimens, serum is generally negative for NCCR
DNA (five of seven). Moreover, for the two patients
whose serum and CSF were positive (NP5 and NP8), non-
rearranged NCCR was detected (Table 1) and different
NCCR sequences were identified in each compartment. A
variant presenting a rearranged NCCR that confers its
neurotropic abilities so it is able to spread from the blood-
stream through the haematoencephalic barrier does not
seem to be the origin of BKPyV-associated neurological
infection. Local reactivation of the virus latent in brain
seems to be a more plausible hypothesis for the initiation of
the CNS infection though data provided in this study are
not enough to conclude it.
Based on the point mutations, we have arbitrarily classified
the archetypal sequences into 17 different variants with
WWM being the most common sequence in the group of
neurological patients. The strain WWM17 was exclusively
identified in urine of healthy pregnant women confirming
previous studies that had shown that pregnant women shed
BKPyV with a non-rearranged archetypal NCCR with only
subtle alterations, including point mutations or single nucleo-
tide insertions or deletions (Bhattacharjee & Chakraborty,
2004; Chang et al., 1996; Markowitz et al., 1991). All of these
pregnant women are native from Norway (Tromsø and
Stavanger) (Bendiksen et al., 2000), while the remaining
patients all came from Spain. Interestingly, WWM17 was
previously reported in the urine from a group of patients
from Tromsø (WWT) (Sundsfjord et al., 1990) proposing
that WWM17 is circulating at least in that particular location.
The CSF of the remaining six patients harboured a non-
archetypal NCCR structure with major deletions and rearran-
gements. Three of the NCCR variants, RRA (NP5), RRB
(NP7) and RRF (NP20), still had the linear OPQRS
structure, but with major deletions in one or several of the
blocks. Variants RRC (OPQRPQRS), RRD (OPPQRS) and
RRE (OPQPQRS) had major duplications and deletions.
Previous studies have shown that rearrangement in the
NCCR changes the transcriptional strength of both the early
and late promoters (Gosert et al., 2008; Markowitz et al.,
1990; Moens et al., 1995), and the promoter activity of the
rearranged NCCR of BKPyV variants isolated from CSF has
not been tested so far (Jørgensen et al., 2003; Stoner et al.,
2002). All CSF BKPyV isolates in this study had early
%paper no. vir042143 charlesworth ref: vir042143&
Table 2. cont.
Patient Clinical condition Gender Age (years) Sample NCCR structure
BMT62 Diffuse large B-cell lymphoma; HC Female 20 Urine 1 WWM6
Blood WWM6
Urine 2 WWM6
BMT63 Dendritic cells leukaemia; HC Male 15 Urine WWM2
BMT64 NA Male 12 Blood WWM8
Urine WWM8
PW1 Healthy pregnant woman Female Urine WWM17
PW2 Healthy pregnant woman Female Urine WWM17
PW3 Healthy pregnant woman Female Urine WWM17
PW4 Healthy pregnant woman Female Urine WWM17
PW5 Healthy pregnant woman Female Urine WWM17
*WW variants contain the archetypal NCCR structure with the consensus sequence or except for single point mutations, nucleotide insertions and
deletions (see Table 3).
DRR variants contain major modifications of the archetypal NCCR structure by deletions or duplications (see Fig. 1).
BKPyV non-coding region in cerebrospinal fluid
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promoter activities that differed significantly compared to
the archetypal early promoter. Except for RRA whose acti-
vity was about 60% of that of the archetypal early promoter,
all rearranged variants had stronger early promoter activity
than the archetype. RRA carries a small deletion in the
R-block which removes putative binding sites for the
transcription factors progesterone receptor A and B, SRY,
Nkx2-1, PU.1, GABP, c-Ets-1, c-Ets-2, STAT5A, FOXN2,
STAT1b, ELF-1, Elk-1, p300, STAT4, IRF-1, HMG I(Y) and
R2 (Table S3). Whether any of these factors bind in vivo
remains to be established. A functional progesterone res-
ponsive element has been identified in the region joining the
terminal part of the S-block and the proximal part of the
agnogene (Moens et al., 1994), but not in the R-block.
Deletions in the R-block were also observed in the RRB and
RRF variants, but they contain additional deletions in other
blocks (Fig. 1). Dunlop had the strongest early promoter
activity of the variants tested here. This strain has an NCCR
characterized by a triplication of the P-block and complete
deletion of the Q- and S-block (OPPPS) (Moens et al.,
1995), suggesting that additional P-blocks and/or deletion of
Q- and/or R- may strengthen early promoter activity. RRC,
RRD and RRE have also additional P-block sequences, but
retain (RRD) or partially or completely duplicate the Q- and
R-blocks (RRC and RRE). RRB was the variant that had
highest early promoter activity of the BKPyV strains isolated
from CSF. Its NCCR consists of the linear OPQRS structure,
but with deletions in the O-, P-, and R-blocks. These
deletions remove several putative binding sites for tran-
scription factors, but also create new sites for E47 and HSF1
(Table S3). The biological importance of these putative sites
remains to be tested. Strains with similar NCCR structure
as RRA to RRF have been described by others (Table S1),
but only one group tested the promoter activity of these
isolates. Gosert and colleagues described several BKPyV
isolates in renal transplant patients. Their variant del(R8-18)
is almost identical to our RRA variant. While del(R8-18) had
~twofold higher early promoter activity and a late promoter
activity that was less than 20% of that of the archetypal WW
strain (Gosert et al., 2008), both early and late promoter
activity of our RRA variant with deletion of R22-30 was
weaker than WW. One obvious reason could be that
deletion of R8–18 removes other putative binding sites or
create new sites at the R70R19 junction than the R22–30
deletion (Table S3). Another explanation may be that we
used Vero cells, while Gosert and co-workers used HEK293
%paper no. vir042143 charlesworth ref: vir042143&
Fig. 1. NCCR architecture of the archetypal form and rearranged variants isolated from patients in this study. *WW, archetypal
form; &RR, rearranged variant; #D, deletion; $INS, insertion.
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cells. Our RRF carries deletions of R15–63 plus S1–6, while
del(13.8) isolated by Gosert et al. lacks R4–63 and S1–23. In
accordance with their findings, we also found that our RRF
had stronger early promoter activity. However, our RRF had
comparable late promoter activity with the archetype,
whereas del(13.8) presented weaker activity than the
archetype. Of the strains with non-linear OPQRS anatomy,
RRD resembles ins(4.5), ins(7.3) and ins(1483.5) described
by Gosert and colleagues (Gosert et al., 2008). These variants
have duplication of P-block nt 16–68, 21–53 and 8–58,
respectively, while our RRD variant has duplication of P-
block sequences 18–50. All four variants display an early
promoter activity that is stronger than WW. However,
ins(4.5) and ins(1483.5) had weaker, while ins(7.3) and RRD
had stronger late promoter activity compared to WW.
Comparing the promoter activities of the rearranged
NCCR from the CSF isolates with the activity of the
archetypal NCCR in neuronal cells may reveal whether
these rearranged promoters offer a replicative advantage to
the virus. However, to our best knowledge, no permissive
neuronal cell line for BKPyV has been described yet.
In summary, our findings demonstrate that BKPyV strains
with the archetypal OPQRS NCCR anatomy as well as
rearranged NCCR can be detected in CSF from neuro-
logical patients showing that rearrangements of NCCR per
se are not sufficient to create neurotropic strains or to
induce neuropathologies. Dissemination of a rearranged
variant from the bloodstream to the brain does not seem to
have initiated BKPyV infection in the CNS. However, early
and late promoter activities of the rearranged neurological
strains generally differed significantly with the archetype
and most of them seemed to be stronger than the
archetypal promoter. Therefore, because changes in VP1
have also been shown to affect BK replication (Dugan
et al., 2007; Tremolada et al., 2010), combination of VP1
polymorphism and rearranged NCCR may favour BKPyV
replication in neural tissue.
METHODS
Patients and clinical samples. Between 1998 and 2010, 2406 CSF
samples from neurological patients with suspected JCPyV infection
were examined for BKPyV, JCPyV and SV40 LT-ag DNA at the
National Centre of Microbiology by a qualitative multiplex nested
PCR (Fedele et al., 1999). LT-ag BKPyV DNA could be amplified from
the CSF of 20 neurological patients, which were further investigated for
the presence of BKPyV NCCR DNA. From some of those patients,
other samples were available. A total of 27 CSF, 22 sera and one
blood specimen from these patients were also analysed (Table 1). The
presence of other neurological viruses in the CSF of these 20 patients,
such as HSV, varicella-zoster virus, CMV, HHV6, EBV and human
enteroviruses (including polio-, echo- and coxsackieviruses) was also
determined by nested multiplex PCR (Casas et al., 1997). The VP1
sequences from BKPyV variants in the CSF of 14 of these patients have
been described previously (Ba´rcena-Panero et al., 2012) (Table 1).
In addition, 43 blood and one serum samples from 44 renal transplant
recipients and 17 urine, five blood and one serum specimen from six
BMT recipients all of them previously positive for BKPyV LT-ag DNA
in blood, were tested. Finally, 11 urine samples from 11 healthy
pregnant women who were reported to excrete BKPyV DNA in urine
were also analysed (Bendiksen et al., 2000).
DNA isolation. DNA isolation was performed from 200 ml of sample
using manual spin columns of QIAamp MinElute Virus Spin kit
(Qiagen). DNA was eluted into a final volume of 20–45 ml nucleases-
free water.
PCR amplification of NCCR sequences. Amplification of the
BKPyV NCCR region was carried out by nested qualitative PCR. Two
sets of primers were previously designed. For that purpose, 163
unique BKPyV complete genome sequences belonging to subtypes I–
IV were obtained from GenBank and aligned with BioEdit software
(Ibis Therapeutics). A first reaction was developed with: ORIBK1
(forward) 59-ATCTGGGCAAAGAGGAAAATCA-39 (nt 4881–4902 in
BKPyV Dunlop strain GenBank extension V01108) and ORIBK2
(reverse) 59-AGCAGCCTCAGATACACTGG-39 (nt 661–680 in
BKPyV Dunlop) primers. Nested PCR was performed with ORIBK3
(forward) 59-CAGGTTCCAAAATCAGGCTG-39 (nt 4924–4943 in
Dunlop strain) and ORIBK4 (reverse) 59-CTAGGAGTCTTTTACA-
GAGTCT-39 (nt 567–588 in Dunlop strain) primers. MgCl2, dNTPs,
primer concentrations, as well as annealing and elongation tempera-
tures were standardized in order to achieve the maximum sensitivity.
For both amplification reactions, AmpliTaq DNA polymerase with
GeneAmp kit (Applied Biosystems) including 1.25 U of the
polymerase was employed. A final volume of 50 ml was completed
with 500 nM of each primer (or 200 nM of the nested reaction
primers), 500 mM of dNTPs, 5 mM of MgCl2 (or 3 mM for the nested
PCR), nuclease-free water and 5 ml of the DNA eluted (or 2 ml of the
first PCR product for the nested PCR).
Conditions consist of a denaturation of 2 min at 94 uC and 30 cycles
of 1 min at 94.9 uC ;(92 uC for the nested reaction), 1 min at 58.8 <uC
(58 uC for the nested reaction) and 1 min at 72 uC; and a final
elongation step of 5 min at 72 uC.
%paper no. vir042143 charlesworth ref: vir042143&
Fig. 2. Early and late promoter activity of the BKPyV variants
isolated in CSF. The complete NCCR was cloned in both early and
late orientation in the luciferase reporter plasmid pGL3. Vero cells
were transfected and luciferase activity was monitored 24 h after
transfection and the results show the mean of three independent
parallels with SD. Similar results were obtained in two independent
experiments. The luciferase activity of the archetypal promoter was
arbitrary set as 1.0 and the activities of the other promoters were
related to the archetypal NCCR activity. The differences in early
(respectively late) promoter activity of each variant tested
compared to the early (respectively late) WW promoter activity is
statistically significant (P,0.01).
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Ten microlitres of each PCR sample was electrophoresed in a 1%
agarose gel prestained with ethidium bromide and visualized with UV
fluorescence.
In all PCR experiments, positive (one BKPyV-positive urine sample)
and negative controls (water) were included. To avoid contamination,
ultrapure reagents were added under a laminar flow hood and
different rooms, reagents and equipment were used for the DNA
isolation, PCR set up and analysis.
Sequencing of the nested PCR product. Amplified products were
purified using the Wizard SV Gel and PCR Clean-Up System
(Promega). Sequencing of both strands was carried out with the ABI
Prism Big Dye Terminator Cycle Sequencing Ready kit (Applied
Biosystems) and 1 mM of the nested primers. PCR conditions
consisted of 3 min at 94 uC and 25 cycles of 10 s at 96 uC, 5 s at
50 uC and 4 min at 60 uC. Sequencing reactions were analysed on an
ABI Prism 3700 DNA Analyser (Applied Biosystems).
Analysis of BKPyV NCCR sequences. Resulting sequences were
aligned with the DNASTAR software v6 (Lasergene; DNASTAR Inc.) and
compared to the reference strain WW (Moens & Van Ghelue, 2005)
with BioEdit software (Ibis Therapeutics). To identify those sequences
in the alignment that were unique, DnaSP v5 software (Librado &
Rozas, 2009) was used.
Construction of luciferase reporter plasmid with the rear-
ranged NCCR from the CSF BKPyV isolates. The complete
NCCRs of the six rearranged neurological BKPyV variants RRA, RRB,
RRC, RRD, RRE, RRF and the archetypal form, WWM (obtained
from the CSF of neurological patients NP5, NP7, NP11, NP12, NP17,
NP20 and NP9, respectively) were amplified. PCR was performed in a
volume of 30 ml using 150 ng of the primers that included HindIII
restriction sites: NCCR F 59-CTAAGCTTTTGCAAAAATTGCA-
AAAGAATAGG-39 (nt 1–26 in Dunlop strain) and NCCR R 59-GT-
AAGCTTGGCCTTTGTCCAGTTTAACTG-39 (nt 367–387 in Dunlop
strain). Reaction mix was completed with 15 ml Jumpstart (Sigma-
Aldrich), 2 ml of the PCR product resulting from the amplification of
the corresponding CSF samples with ORIBK1 and ORIBK2 primers
that was employed as template and nuclease-free water. PCR
conditions used were 5 min at 94 uC, 30 cycles of 30 s at 94 uC,
30 s at 55 uC, 30 s at 72 uC; and 7 min at 72 uC. PCR products were
purified from the gel with a NucleoSpin Extract II kit (Macherey-
Nagel) and cloned into a TOPO TA cloning kit with PCR 2.1-TOPO
vector (Invitrogen). Resulting plasmids were purified using a
QIAprep Spin Miniprep kit (Qiagen) and the presence of the inserts
was confirmed by sequencing. The resulting plasmids were cleaved
with HindIII (New England Biolabs) and ligated to the pGL3-basic
vector containing the firefly luciferase gene (Promega) that was pre-
viously digested with HindIII and dephosphorylated with calf intes-
tinal alkaline phosphatase (New England Biolabs). Ligation products
were used to transform competent cells (Escherichia coli DH5a).
Resulting plasmids were purified as described above and the presence
of the insert was confirmed by sequencing. Recombinant plasmids
with inserts in both orientations were chosen in order to test the
activity of both early and late NCCR promoters. DNA of positive
constructs was purified by the NucleoBond Xtra Midi kit (Macherey-
Nagel). Construction of the luciferase reporter plasmid with the early
and late promoters of the Dunlop strain has been described
previously (Johannessen et al., 2008).
Transfection of Vero cells. Vero African green monkey kidney cells
(ATCC CCL-81) were cultured in Dulbecco’s modified Eagle’s
medium (Invitrogen) with 10% FBS (Invitrogen). Cells at approxi-
mately 60–70% confluence in six-well plates were transfected with
4 mg of either pGL3-basic vector or the vector containing NCCR
sequences. Transfection was carried out with 10 ml Lipofectamine
2000 (Invitrogen) following manufacturer’s instructions. Medium
was replaced after 4 h. Each experiment was repeated three times with
three independent parallels.
Luciferase assays. Cells were lysed approximately 24 h post-
transfection by using the Luciferase Assay Tropix Lysis solution
(Applied Biosystems) as the manufacturer’s instructions. Luciferase
activity of each of the recombinant plasmids and the pGL3 basic
control plasmid was calculated by the number of light units measured
by a luminometer (Labsystem Luminoscan RT).
Statistical analysis. The statistical significance of the frequency of
the rearrangements in the CSF of neurological patients regarding to
other groups of patients was calculated with the Chi-squared test.
Moreover, t-test was employed to determine statistical differences
between the activity of the early and late promoters of each of the
rearranged variants compared to the WW form.
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TABLE 5.S1. Previous reported BKPyV strains with similar NCCR anatomy to those described in this study. 
 NCCR anatomy Previous reported strains 
with similar anatomy 
Specimen Reference/accession number 
Strain with linear OPQRS NCCR* 
RR
¶
A OPQR()S# case 1,  case 5, del(R8-18), 
DDP, PBMC-9a, PBMC-30b, 
PBMC-33, PQ, RH-15, SEC-
21, TCH2 
fetal brain and kidney, placenta, 
PBMC
¥ 
 from healthy and HIV 
positive individuals, urine, blood, 
plasma and  kidney biopsy from 
renal transplant patients, urine 
AIDS patient, urine non-
immunocompromised individuals 
[Boldorini et al., 2005b; 
Broekema et al., 2010; Degener 
et al., 1999; Gosert et al., 2008; 
Olsen et al., 2006; Pietropaolo 
et al., 1998a; Yogo et al., 
2008b] 
RRB O()P()QR()S  cl-108 G7RBK, Seq 3, 
T4R3.BK cl3, WW 
urinary cells from a FSGS
£ 
patient, 
urine renal transplant patients, 
kidney patient with CLL
&
 and fatal 
case of BKPyV tubulointestial 
nephritis 
[Li et al., 2002; Stoner et al., 
2002; Sugimoto et al., 1989; 
Takasaka et al., 2004] 
RRF OPQR()S() del(3.2), del(13.8), JL, RH-9, 
TCH1 
urine and plasma renal transplant 
patients, urine AIDS patient 
[Broekema et al., 2010; Gosert 
et al., 2008; Olsen et al., 2006; 
Vera-Sempere et al., 2006; 
Vera-Sempere et al., 2005] 
RRH, RRI, 
RRJ, RRL 
OP()QRS A191-2, C-3, case 2, D(v5), 
E-2(v8), HI-u8, RH-1, RH-
19, Seq10, SJH85B, 
T3R2.BK, T2M.2BK, V128-
1, V173-1, WWT2 
urine, blood, and kidney biopsies 
of renal transplant patients, urine 
HIV-2 positive patient, urine bone 
marrow transplant patient, fetal 
liver and kidney, urine 
hematopoietic stem cell transplant 
recipients 
[Boldorini et al., 2010; 
Boldorini et al., 2009a; 
Boldorini et al., 2005b; Carr et 
al., 2006; Chen et al., 2004; 
Flaegstad et al., 1991; Li et al., 
2002; Moens and Van Ghelue, 
2005; Olsen et al., 2006; Perets 
et al., 2009; Takasaka et al., 
2004] 
Strain with rearranged NCCR 
RRC OPQRPQRS case 5, TU urine renal transplant patients, 
urine children 
[Boldorini et al., 2005b; 
Sundsfjord et al., 1990] 
RRD, RRK OPPQRS B (v2), BMT-14, C (v5), cl-
51, cl-54, cl-59, cl-97, 
ins(4.5), ins(7.3), ins(P24-
37), ins(1483.5), Seq6, 
TCH3, TCH4 
urine bone marrow transplant 
patient, urine AIDS patient, urine 
SLE
$
 patient, urine and plasma 
renal transplant patients 
[Broekema et al., 2010; Gosert 
et al., 2008; Negrini et al., 
1991; Perets et al., 2009; 
Sugimoto et al., 1989; 
Takasaka et al., 2004] 
RRE, 
RRM 
OPQPQRS A-2(v3 and v4), B (v1 and 
v4), C (v2 and v4), D (v1,v2, 
and v6), E-1 (v1, v2, and 
v15), E-2 (v1), E-3 (v1 and 
v10),  case 2, case 5, MMR-6, 
SJH16A, SJH18A, SJH85A, 
TC-3, TCH5 
blood, urine, and plasma from 
renal transplant patients, urine 
AIDS patient, urine hematopoietic 
stem cell transplant recipients, 
kidney renal transplant patient, 
urine non-immunocompromised 
individuals 
[Boldorini et al., 2005b; 
Broekema et al., 2010; Carr et 
al., 2006; Chen et al., 2001; 
Perets et al., 2009; Yogo et al., 
2008b] 
RRG OPQPQS BK-OV1,C-2 (v6), C-3 (v6), 





children with respiratory disease, 
PBMC healthy individuals, urine 
and plasma from renal transplant 
patients, kidney patient with CLL 
and fatal case of BKPyV 
tubulointestial nephritis 
[Chatterjee et al., 2000; Li et 
al., 2002; Perets et al., 2009; 
Stoner et al., 2002; Sundsfjord 
et al., 1994]; AY573928 
* NCCR: non coding control region. 
¶ RR: rearranged forms detected in this study. 
# R() indicates partial or complete deletion of the R- block. 
¥ PBMC: peripheral blood mononuclear cells. 
 £ FSGS: focal segmental glomerulosclerosis. 
& CLL:chronic lymphocyte leukemia. 
$ SLE: systemic lupus erythematosus. 
@ NPA: nasopharyngeal aspirates. 





TABLE  5.S2. Putative transcription factor binding sites in the transcriptional control region of NCCR WW (PQRS) 
Location in NCCR Transcription factor Sequence 
P2-10 BTEB3 ACAGGGAGG 
P3-8 R2 CAGGGA 
P3-9 EIIaE-A CAGGGAG 
P3-14 NERF-1a CAGGGAGGAGCT 
P4-10 Nkx2-1 AGGGAGG 
P5-13 BTEB3 GGGAGGAGC 
P5-15 FOXN2 GGGAGGAGCTG 
P6-10 Elk-1 GGAGG 
P6-10 p300 GGAGG 
P6-11 R2 GGAGGA 
P9-13 Elk-1 GGAGC 
P9-13 p300 GGAGC 
P16-22 AP-3 CTAACCC 
P19-22 VDR ACCC 
P21-27 YY1 CCATGCA 
P22-28 C/EBP CATGCAA 
P23-30 POU2F2C ATGCAATG 
P23-28 C/EBP ATGCAA 
P23-33 octamer-binding factor ATGCAATGCAG 
P24-29 CUTL1 TGCAAT 
P27-35 GCMa AATGCAGCC 
P29-36 ENKTF-1 TGCAGCCA 
P33-37 NF1 GCCAA 
P33-42 AIRE GCCAAACCAT 
P34-41 NFI/CTF CCAAACCA 
P36-47 T3R AAACCATGACCT 
P38-45 USF2b ACCATGAC 
P38-49 CREM ACCATGACCTCA 
P39-45 Pax2 CCATGAC 
P39-45 YY1 CCATGAC 
P39-49 T3R1 CCATGACCTCA 
P40-52 ERR1 CATGACCTCAGGA 
P41-46 LCR-F1 ATGACC 
P41-48 c-FOS ATGACCTC 
P41-48 ER ATGACCTC 
P41-50 RAR1 ATGACCTCAG 
P41-51 SF-1 ATGACCTCAGG 
P42-48 c-JUN TGACCTC 
P42-48 NHP-1 TGACCTC 
P42-49 RAR TGACCTCA 
P42-50 ARP-1 TGACCTCAG 
P42-50 RXR TGACCTCAG 
P42-50 ER TGACCTCAG 
P42-50 COUP-TF1 TGACCTCAG 
P42-51 ROR1 TGACCTCAGG 
P42-52 T3R1 TGACCTCAGGA 
P44-51 TFIIB ACCTCAGG 





Location in NCCR Transcription factor Sequence 
P45-51 Nkx2-1 CCTCAGG 
P48-59 NERF-1a CAGGAAGGAAAG 
P48-54 c-Ets-1 CAGGAAG 
P49-56 c-Ets-2 AGGAAGGA 
P50-53 STAT5A GGAA 
P50-54 Elk-1 GGAAG 
P50-54 p300 GGAAG 
P50-55 STAT4 GGAAGG 
P50-56 HMG I(Y) GGAAGGA 
P50-58 IRF-1 GGAAGGAAA 
P50-59 STAT1 GGAAGGAAAG 
P51-56 R2 GAAGGA 
P52-58 c-Ets-1 AAGGAAA 
P53-60 c-Ets-2 AGGAAAGT 
P54-57 STAT5A GGAA 
P54-58 Elk-1 GGAAA 
P54-58 p300 GGAAA 
P54-59 STAT4 GGAAAG 
P54-60 IRF-3 GGAAAGT 
P54-60 HMG I(Y) GGAAAGT 
P54-62 NF-AT1 GGAAAGTGC 
P54-62 NF-AT2 GGAAAGTGC 
P54-64 NFB GGAAAGTGCAT 
P57-64 POU2F2C AAGTGCAT 
P57-65 SXR:RXRα AAGTGCATG 
P60-67 USF2b TGCATGAC 
P61-67 Pax2 GCATGAC 
P63-68 LCR-F1 ATGACT 
P63-Q2 c-FOS ATGACTGG 
P64-Q2 c-JUN TGACTGG 
P64-Q3 AP1 TGACTGGG 
P65-Q3 E47 GACTGGG 
P67-Q5 EIIaE-A CTGGGCA 
P67-Q5 LF-A1 CTGGGCA 
Q1-7 p53 GGGCAGC 
Q2-9 ENKTF-1 GGCAGCCA 
Q6-12 E47 GCCAGCC 
Q6-13 ENKTF-1 GCCAGCCA 
Q10-16 E47 GCCAGTG 
Q13-19 LF-A1 AGTGGCA 
Q15-22 ENKTF-1 TGGCAGTT 
Q16-23 c-MYB GGCAGTTA 
Q20-27 HNF-1A GTTAATAG 
Q21-31 Pax-6 TTAATAGTGAA 
Q22-29 HNF-1B TAATAGTG 
Q31-R2 GCF AACCCCGCCCC 
Q32-R1 E2F-1:DP-1 ACCCCGCCC 
Q32-35 VDR ACCC 
Q33-39 E2F-1 CCCCGC 





Location in NCCR Transcription factor Sequence 
Q33-R2 ETF CCCCGCCCC 
Q33-R2 Sp3 CCCCGCCCC 
Q34-R1 p53 CCCGCCC 
Q34-R3 Sp1 CCCGCCCCT 
Q36-R3 EIIaE-A CGCCCCT 
Q37-R8 EBF GCCCCTGAAAT 
R5-11 POU3F2 AAATTCT 
R9-16 POU2F2 (Oct2.1) TCTCAAAT 
R9-18 HNF-3 TCTCAAATAA 
R12-21 FOXJ2 CAAATAAACA 
R13-19 POU3F2 AAATAAA 
R15-22 GR ATAAACAC 
R16-22 HNF-3 TAAACAC 
R17-23 PRA/B AAACACA 
R19-25 SRY ACACAAG 
R22-28 Nkx2-1 CAAGAGG 
R22-34 ELF-1 CAAGAGGAAGTGG 
R23-33 FOXN2 AAGAGGAAGTG 
R23-34 GABP AAGAGGAAGTGG 
R24-35 GABP AGAGGAAGTGGA 
R25-31 c-Ets-1 GAGGAAG 
R25-34 PU.1 GAGGAAGTGG 
R26-33 c-Ets-2 AGGAAGTG 
R27-30 STAT5A GGAA 
R27-31 Elk-1 GGAAG 
R27-31 p300 GGAAG 
R27-32 STAT4 GGAAGT 
R27-33 HMG I(Y) GGAAGTG 
R29-37 IRF-1 AAGTGGAAA 
R29-38 STAT1 AAGTGGAAAC 
R30-35 R2 AGTGGA 
R31-37 c-Ets-1 GTGGAAA 
R33-36 STAT5A GGAA 
R33-37 Elk-1 GGAAA 
R33-37 p300 GGAAA 
R33-38 STAT4 GGAAAC 
R33-39 IRF-3 GGAAACT 
R33-39 HMG I(Y) GGAAACT 
R33-41 NF-AT2 GGAAACTGG 
R33-41 NF-AT1 GGAAACTGG 
R35-42 c-MYB AAACTGGC 
R36-42 E47 AACTGGC 
R37-44 ENKTF-1 ACTGGCCA 
R39-46 ENKTF-1 TGGCCAAA 
R39-47 TCF-1A TGGCCAAAG 
R40-47 LEF-1 GGCCAAAG 
R41-45 NF1 GCCAA 
R41-47 TCF-4E GCCAAAG 
R42-49 NFI/CTF CCAAAGGA 





Location in NCCR Transcription factor Sequence 
R43-51 BTEB3 CAAAGGAGT 
R47-51 Elk-1 GGAGT 
R47-51 p300 GGAGT 
R48-56 IRF-1 GAGTGGAAA 
R48-57 STAT1 GAGTGGAAAG 
R49-54 R2 AGTGGA 
R50-56 c-Ets-1 GTGGAAA 
R52-55 STAT5A GGAA 
R52-56 Elk-1 GGAAA 
R52-56 p300 GGAAA 
R52-57 STAT4 GGAAAG 
R52-58 IRF-3 GGAAAGC 
R52-58 HMG I(Y) GGAAAGC 
R52-59 NF-AT1 GGAAAGCA 
R52-60 NF-AT2 GGAAAGCAG 
R52-60 NF-AT1 GGAAAGCAG 
R56-63 ENKTF-1 AGCAGCCA 
R58- S4 Smad3/4 CAGCCAGACA 
R60-S3 E47 GCCAGAC 
R62-S8 Smad3/4 CAGACAGACA 
S4-10 NHP-1 AGACATG 
S7-13 PRA/B CATGTTT 
S8-15 GR ATGTTTTG 
S9-16 GR TGTTTTGC 
S13-18 C/EBP TTGCGA 
S13-19 C/EBP TTGCGAG 
S19-24 AP-2A GCCTAG 
S21-28 HSF CTAGGAAT 
S22-28 c-Ets-1 TAGGAAT 
S23-20 c-Ets-2 AGGAATCT 
S24-27 STAT5A GGAA 
S24-28 Elk-1 GGAAT 
S24-28 p300 GGAAT 
S24-29 STAT4 GGAATC 
S24-30 HMG I(Y) GGAATCT 
S26-33 NFI/CTF AATCTTGG 
S30-34 NF1 TTGGC 
S31-38 ENKTF-1 TGGCCTTG 
S33-38 AP-2A GCCTTG 
S35-41 SRY CTTGTCC 
S37-41 Elk-1 TGTCC 
S37-41 p300 TGTCC 
S38-49 ANF GTCCCCAGTTAA 
S39-44 R2 TCCCCA 
S39-45 MZF-1 TCCCCAG 
S41-47 E47 CCCAGTT 
S41-48 c-MYB CCCAGTTA 
S45-52 HNF-1A GTTAAACT 





Location in NCCR Transcription factor Sequence 
S47-53 HNF-3 TAAACTG 
S47-58 ANF TAAACTGGACAA 
S48-55 c-MYB AAACTGGA 
S49-55 E47 AACTGGA 
S50-55 R2 ACTGGA 
S52-60 TCF-1A TGGACAAAG 
S53-57 Elk-1 GGACA 
S53-57 p300 GGACA 
S53-59 SRY GGACAAA 
S53-60 LEF-1 GGACAAAG 
S54-60 TCF-4E GACAAAG 
S57-62 AP-2A AAAGGC 
 
 




Rearrangement TF sites  removed TF sites created§ 
RR¶A deletion R22-30 PRA/B, SRY, Nkx2-1, PU.1, GABP, c-Ets-1, c-
Ets-2, STAT5A, FOXN2, STAT1, ELF-1, Elk-
1, p300, STAT4, IRF-1, HMG I(Y), R2 
HNF3, GR, PRA, PRB (at new R 
junction created by deletion) 
RRB deletion P22-31 C/EBP, C/EBP, POU2F2C, octamer binding 
factor, CUTL1, GCMa, ENKTF-1 
E47 (at new P junction created by deletion) 
 deletion R10-41 POU3F2, POU2F2 (Oct2.1), HNF-3, HNF-3, 
FOXJ2, POU3F2, GR, PRA/B, SRY, Nkx2-1, 
PU.1, GABP, c-Ets-1, c-Ets-2, STAT5A, 
FOXN2, STAT1, ELF-1, Elk-1, p300, STAT4, 
IRF-1, HMG I(Y), R2, NF-AT1, NF-AT2, c-
MYB, E47, ENKTF-1, TCF-1A, LEF-1, NF1, 
TCF-4E 
HSF1 (at new R junction created by 
deletion) 
RRC duplication R1-9  Sp1 (at Q-R junction) 
 duplication P22-68  C/EBP, C/EBP, POU2F2C, octamer 
binding factor, CUTL1, GCMa, ENKTF-1, 
NF1, AIRE, NFI/CTF, T3R, T3R, 
USF2b, CREM, Pax2, YY1, ERR1, 
LCR-F1, c-FOS, ER, ER, RAR1, SF-1, 
c-JUN, NHP1, RAR, ARP-1, RXR, 
COUP-TF, ROR1, TFIIB,  Nkx2-1, 
NERF-1a, c-Ets-1, c-Ets-2, STAT5A, 
STAT1, Elk-1, p300, STAT4, IRF-1, 
HMG I(Y), R2, NF-AT1, NF-AT2, NFB, 
SXR:RXR, LCR-F1  
 duplication Q  p53, ENKTF-1, E47, LF-A1, c-MYB, 
HNF-1A, Pax6, HNF-1B, GCF, E2F:DP-1, 
VDR, E2F-1 (duplication of complete Q 
block) 
   HNF-1B, Cart-1, POU3F2, 
C/EBPPOU6F1   (at R-P junction) 







Rearrangement TF sites  removed TF sites created§ 
RRD deletion P51-68 NERF-1a, c-Ets-1, c-Ets-2, STAT5A, STAT1, 
Elk-1, p300, STAT4, IRF-1, HMG I(Y), R2, 
NF-AT1, NF-AT2, NFB, POU2F2C, 
SXR:RXR, USF2b, Pax2, LCR-F1   
 
 duplication P18-68  VDR, YY1, C/EBP, C/EBP, POU2F2C, 
octamer binding factor, CUTL1, GCMa, 
ENKTF-1, NF1, AIRE, NFI/CTF, T3R, 
T3R, USF2b, CREM, Pax2, YY1, 
ERR1, LCR-F1, c-FOS, ER, ER, 
RAR1, SF-1, c-JUN, NHP1, RAR, ARP-
1, RXR, COUP-TF, ROR1, TFIIB,  
Nkx2-1, NERF-1a, c-Ets-1, c-Ets-2, 
STAT5A, STAT1, Elk-1, p300, STAT4, 
IRF-1, HMG I(Y), R2, NF-AT1, NF-AT2, 
NFB, SXR:RXR, LCR-F1   
   TFIIB, NF-X3, Nkx2-1, T3R1, ROR1, 
SF1  (at new P-P junction created by partial 
deletion and partial duplicated of P block) 
RRE deletion P33-63 GCMa, ENKTF-1, NF1, AIRE, NFI/CTF, 
T3R, T3R, USF2b, CREM, Pax2, YY1, 
ERR1, LCR-F1, c-FOS, ER, ER, RAR1, 
SF-1, c-JUN, NHP1, RAR, ARP-1, RXR, 
COUP-TF, ROR1, TFIIB,  Nkx2-1, NERF-1a, 
c-Ets-1, c-Ets-2, STAT5A, STAT1, Elk-1, 
p300, STAT4, IRF-1, HMG I(Y), R2, NF-AT1, 
NF-AT2, NFB, SXR:RXR, POU2F2C 
 
 deletion Q27-39 Pax6, HNF-1, VDR, E2F-1  
 duplication P20-32  YY1, C/EBP, C/EBP, POU2F2C 
 duplication P64-68   
 delR6-63 POU2F2 (Oct2.1), HNF-3, HNF-3, FOXJ2, 
POU3F2, GR, PRA/B, SRY, Nkx2-1, ELF-1, 
FOXN2, PU.1, GABP, c-Ets-1, c-Ets-2, 
STAT5A, STAT1, Elk-1, p300, STAT4, IRF-
1, HMG I(Y), R2, NF-AT1, NF-AT2, c-MYB, 
E47, ENKTF-1, TCF-1A, LEF-1, NF1, TCF-
4E, NFI/CTF, BTEB3, Smad3/4, 
 
 deletion S1-6 NHP-1  
   Pax-2 (at new P-P junction created by the  
deletion) 
   MRF-2, HOXD9/10, HNF-1A (at Q-P 
junction) 
   c-JUN, c-FOS, NHP-1, TGIF (new R-S 
junction created by deletion) 
    







Rearrangement TF sites  removed TF sites created§ 
RRF deletion R15-63 POU2F2 (Oct2.1), HNF-3, HNF-3, FOXJ2, 
POU3F2, GR, PRA/B, SRY, Nkx2-1, ELF-1, 
FOXN2, PU.1, GABP, c-Ets-1, c-Ets-2, 
STAT5A, STAT1, Elk-1, p300, STAT4, IRF-
1, HMG I(Y), R2, NF-AT1, NF-AT2, c-MYB, 
E47, ENKTF-1, TCF-1A, LEF-1, NF1, TCF-
4E, NFI/CTF, BTEB3, Smad3/4  
 
 deletion S1-6 NHP-1 PO3F2, RP58, POU2F2/Oct2.1 ( new R-S 
junction created by deletion) 
RRG deletion Q9-39 E47, ENKTF-1, LF-A1, c-MYB, HNF-1A, 
HNF-1B,Pax-6, GCF, E2F-1, VDR, Sp3, p53, 
Sp1, EIIaE-A, EBF 
 
 duplicationP25-68  GCMa, ENKTF-1, NF1, AIRE, NFI/CTF, 
T3R, T3R, USF2b, CREM, Pax2, YY1, 
ERR1, LCR-F1, c-FOS, ER, ER, 
RAR1, SF-1, c-JUN, NHP1, RAR, ARP-
1, RXR, COUP-TF, ROR1, TFIIB,  
Nkx2-1, NERF-1a, c-Ets-1, c-Ets-2, 
STAT5A, STAT1, Elk-1, p300, STAT4, 
IRF-1, HMG I(Y), R2, NF-AT1, NF-AT2, 
NFB, SXR:RXR, LCR-F1  
 duplication Q1-23  p53, ENKTF-1, E47, LF-A1, c-MYB  
 deletion R1-63 POU3F2, POU2F2/Oct2.1, HNF-3, FOXJ2, 
POU3F2, GR, HNF-3, PRA/B, SRY, 
Nkx2.1, ELF-1, FOXN2, GABP, GABP, c-
Ets-1, PU.1, c-Ets-2, STAT5A, Elk-1, p300, 
STAT4, HMG I(Y), IRF-1, STAT1, R2, NF-
AT1, NF-AT2, c-MYB, E47, ENKTF-1, TCF-
1A, LEF-1, NF1, TCF-4E, NFI/CTF, BTEB3, 
Elk-1, Smad3/4, E47 
 
 deletion S1-55 NHP-1, PRA/B, GR, GR, C/EBP, C/EBP, 
AP-2A, HSF, c-Ets-1, c-Ets-2, STAT5A, Elk-
1, p300, STAT4, HMG I(Y), NFI/CTF, 
ENKTF-1, SRY, ANF, R2, MZF-1, E47, c-
MYB, HNF-1A, HNF-3, TCF-1A 
 
   E2F-1, C/EBP, C/EBP (at new Q-P 
junction) 




deletion P32-49 GCMa, ENKTF-1, NF1, AIRE , NFI/CTF, 
T3R1, USF2b, CREM, Pax2, YY1, T3R1, 
ERR1, RAR1, SF1, c-JUN, NHP1, RAR, 
ER, COUP-TF, ROR1, T3R1, TFIIB, 
Nkx2-1 
GCMa, E2F-1, R2  (at new P-P junction 
created by deletion) 
RRK duplication P23-33 POU2F2C, C/EBP, octamer-binding factor, 
CUTL1 
POU2F2C, Myf3, MyoD, POU2F, NF-X3, 
Tal1, OctB1, POU2FB (at new P-P junction 
created by duplication) 







Rearrangement TF sites  removed TF sites created§ 
RRL deletion P42-50 T3RUSF2b, CREM, Pax2, YY1, T3R 
ERR1, LCR-F1, ER, RAR1, SF-1, c-JUN, 
NHP-1, RAR, ARP-1, RXR, ER, COUP-
TF1, ROR1, T3R1, TFIIB, Nkx2-1, NERF-
1a, c-Ets-1, c-Ets-2, STAT5A, Elk-1, p300, 
STAT4, HMG I(Y), IRF-1, STAT1 
NF-X3 and E47 (at new P-P junction 
created by deletion) 
RRM deletion Q34-36 E2F-1, VDR, E2F-1:DP-1, GCF, Sp3, p53, Sp1  
 duplication P14-68  AP3, VDR, YY1, C/EBP, C/EBP, 
POU2F2C, octamer binding factor, CUTL1, 
GCMa, ENKTF-1, NF1, AIRE, NFI/CTF, 
T3R, T3R, USF2b, CREM, Pax2, YY1, 
ERR1, LCR-F1, c-FOS, ER, ER, 
RAR1, SF-1, c-JUN, NHP1, RAR, ARP-
1, RXR, COUP-TF, ROR1, TFIIB,  
Nkx2-1, NERF-1a, c-Ets-1, c-Ets-2, 
STAT5A, STAT1, Elk-1, p300, STAT4, 
IRF-1, HMG I(Y), R2, NF-AT1, NF-AT2, 
NFB, SXR:RXR, LCR-F1   
 duplication Q1-33  p53, ENKTF-1, E47, LF-A1, c-MYB, 
HNF-1A, Pax6, HNF-1B 
   c-MYB (at Q-P junction) 
* RRH is not included as this variant has only a 2 bp deletion in the S-block. 
§  new transcription factor sites are created by duplication of sequences as well as by new junctions. 
¶  RR: rearranged forms detected in this study 





6.-Scientific Article: “BK virus-associated 
infection in cerebrospinal fluid of neurological 
patients and mutation analysis of the complete 
VP1 gene in different patient groups”  
 
6.1.-OBJETIVOS 
1.- Secuenciación de la proteína VP1 del poliomavirus BK identificada en los pacientes 
neurológicos, así como, en trasplantados renales, trasplantados de médula ósea y embarazadas para 
establecer si existen subtipos del poliomavirus BK o cambios aminoácidicos específicos de los 
pacientes neurológicos que puedan determinar las capacidades neurotrópicas del virus.  
2.-Construcción del modelo estructural, basado en la homología con la proteína VP1 del SV40, de 
las distintas variantes de la proteína VP1 del virus BK observadas en los pacientes y controles de 
nuestro estudio, para evaluar si los cambios aminoacídicos identificados en las mismas puedan 
inducir alteraciones en la estructura de la proteína susceptibles de alterar su función. 
 
6.2.-CONCLUSIONES 
1.- El subtipo I del poliomavirus BK fue mayoritario en todos los grupos de pacientes y controles 
del estudio, sin que se aprecien diferencias de frecuencia entre los distintos grupos de pacientes, 
por lo tanto no parecen existir diferencias entre subtipos en cuanto a neurovirulencia.  
2.- El patrón de mutaciones de la proteína VP1 del poliomavirus BK  no  presenta diferencias 
significativas entre los distintos grupos de pacientes, por lo que los cambios aminoacídicos en VP1 
no parecen ser un requisito fundamental para el desarrollo de patología neurológica o de otro tipo. 
3.- El análisis de la proteína VP1 completa del poliomavirus BK  en los pacientes y controles de 
nuestro estudio mostró que el bucle BC presenta una frecuencia de cambios aminoacídicos 
significativamente mayor que el resto de bucles externos, mientras que, en el bucle EF, dicha 
frecuencia se encuentra disminuída. 





4.- El análisis mediante simulación de modelado molecular muestra que algunas de las variantes de 
la proteína VP1 observadas en pacientes de nuestro estudio podrían presentar cambios estructurales 





BK Virus-Associated Infection in
Cerebrospinal Fluid of
Neurological Patients and
Mutation Analysis of the
Complete VP1 Gene in Different
Patient Groups
ANA BA´RCENA-PANERO,1,2,3 MARIJKE VAN GHELUE,4 MAHMUD TAREQ HASSAN KHAN,5
JUAN E. ECHEVARRI´A,2,3 GIOVANNI FEDELE,6 AND UGO MOENS1*
1Host-Microbe Interaction Research Group, Department of Medical Biology, Faculty of Health Sciences, University of Tromsø,
Tromsø, Norway
2Laboratory of Isolation and Viral Detection, Service of Diagnostics in Microbiology,
National Centre of Microbiology Carlos III Health Institute, Majadahonda, Madrid, Spain
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While BK virus (BKV) is frequently associated with pathological conditions in bonemarrow and renal transplant recipients, BKV infection
in neurological individuals has been rarely reported. As a result of a BKV, JCV, and SV40 large T antigen-specific multiplex PCR on 2,062
cerebrospinal fluid (CSF) samples from neurological patients suspicious of JCV infection, we identified 20 subjects with at least 1 CSF
specimen positive for BKV large T antigen DNA. Because VP1 protein has been suggested to influence the biological/pathological
properties of BKV, we tried to sequence the entire VP1 gene in the BKV-positive neurological patients and succeeded in 14 of the 20
neurological patients. To compare the VP1 sequence of the BKV neurological strains with that of non-neurotropic strains in other clinical
situations, full-length VP1 DNA was sequenced in 15 renal and 6 bone marrow transplant recipients positive to BKV-viremia, and
in 8 pregnant women as non-pathological controls. An increased (respectively, decreased) tendency for mutations in the BC loop
(respectively, EF loop) was observed, and no mutations were detected in the CD, GH, and HI loops. Subtype I was predominant (93%)
and compared to archetypal BKV (WW), amino acid substitutions were detected in 4/14 neurological patients, 10/15 renal transplant
recipients, 3/6 bone marrow transplant patients, and in all the pregnant women. Each patient group had distinctive VP1 mutations, but
these unique substitutions were not present in all patients of this group. However, molecular modeling simulations of the VP1 mutants
predicted changes in protein surface properties which might affect the VP1–receptor interaction.
J. Cell. Physiol. 227: 136–145, 2012.  2011 Wiley Periodicals, Inc.
The human polyomaviruses BK (BKV) and JC (JCV) are
widely distributed in human populations as reflected by
seroprevalence rates of 82% for BKV and 39% for JCV in healthy
adult blood donors (Kean et al., 2009). Primary infection with
BKV and JCV takes place during childhood, apparently by a
respiratory or oral–fecal route, and appears asymptomatic.
After primary infection, BKV and JCV establish latency in the
urinary tract (Arthur et al., 1989), but also in mononuclear cells
(Tornatore et al., 1992; Dorries et al., 1994) and in the central
nervous system (CNS) (Vago et al., 1996). However, episodes
of BKV and JCV urinary shedding can occur during diabetes,
aging, pregnancy, and conditions of immunosuppression
(Coleman et al., 1980; Markowitz et al., 1991; Bendiksen et al.,
2000b; Bhattacharjee and Chakraborty, 2004; Zhong et al.,
2007b). Polyomavirus reactivation linked to pathological
manifestations is generally restricted to severe
immunosuppressed patients such as polyomavirus-associated
nephropathy (PVAN) and uretheral stenosis in renal transplant
recipients and hemorrhagic cystitis (HC) in bone marrow
transplant recipients. JCV is the etiologic agent of progressive
multifocal leukoencephalopathy (PML), a fatal demyelinating
disease of the CNS that affects mainly AIDS patients
(Berger, 2007). Although BKV DNA has been sporadically
detected in brain tissue and cerebrospinal fluid (CSF) of both
immunocompetent and immunocompromised subjects with or
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without neurological symptoms (Voltz et al., 1996; Behzad-
Behbahani et al., 2003a,b), the neurotropic character is mostly
associated to JCV. BKV’s neurological involvement has been
very poorly documented. The majority of the limited cases
described were fatal meningoencephalitis or encephalitis in
AIDS patients (Vallbracht et al., 1993; Bratt et al., 1999; Lesprit
et al., 2001; Jorgensen et al., 2003). However, due to the scarce
number of cases available for study, the exact mechanisms
behind the ability of BKV to invade the CNS in these rare cases
remain unclear.
The BKV genome consists of an approximately 5,300 bp
circular DNA molecule and can be divided in three functional
parts: the hypervariable non-coding control region (NCCR)
and the highly conserved early and late regions (Cubitt, 2006).
The NCCR contains the origin of replication (ori) as well as the
promoter and enhancer for transcription of the early and late
genes. The early region codes for large T antigen and small t
antigen and for a truncated T antigen that has been described
recently (Abend et al., 2009). The late region encodes the capsid
proteins VP1, VP2, and VP3 and the agnoprotein, whose
function is incompletely understood. VP1 is the major capsid
protein and is involved in the interaction with host cellular
receptors (Neu et al., 2009; Sapp and Day, 2009). VP1 is the
target of neutralizing antibodies (Shah et al., 1977) and is able to
produce hemagglutination (Bolen and Consigli, 1979). The
crystal structures of the related Simian polyomavirus (SV40)
and murine polyomavirus (mPyV) VP1 have been resolved
(Liddington et al., 1991; Stehle et al., 1994, 1996) and showed
that the VP1monomer is composed of severalb-strands that fit
in a b-barrel structure with exposed loops AB, BC, CD, DE, EF,
GH, and HI. Structural studies of mPyV VP1 in complex with its
oligosaccharide receptor indicated that the BC and HI external
loops seem to be involved in the receptor interaction (Stehle
et al., 1994). The BKV VP1 BC loop includes a short region
spanning amino acids 61–83 which is referred to as the
subtyping region. Analysis of subtype-specific polymorphisms is
employed in genotype classification (Jin et al., 1993). Based on
this sequence, BKV strains can be classified into four main
subtypes: subtypes I–IV. Phylogenetic studies in human
populations revealed that subtype I is the most common one,
followed by subtype IV. Subtypes II and III are infrequently
identified (Jin et al., 1995; Baksh et al., 2001; Takasaka et al.,
2004; Carr et al., 2006; Ikegaya et al., 2006; Krumbholz et al.,
2006; Yogo et al., 2007; Zheng et al., 2007; Zhong et al., 2007a).
The various BKV subtypes exhibit different replication
efficiencies which could explain their variable distribution.
Indeed, cell culture studies have underscored the importance of
the VP1 composition for propagation of BKV. In human renal
epithelial cells, subtype I strains grew more efficiently than
subtype IV strains (Nukuzuma et al., 2006), while in Vero cells,
subtype III displayed lower replication capacity than the other
subtypes (Tremolada et al., 2010c). A study of Vero cells
infected with BKV mutants containing substitutions in several
charged amino acids within VP1 loops BC, DE, and HI showed
that someof thesemutantswere deficient in genomepackaging,
capsid assembly, or binding to host cells (Dugan et al., 2007).
The variability in the VP1 sequencemay therefore contribute to
the pathogenic properties of BKV isolates. Moreover, in the
case of JCV, amino acid substitutions found exclusively in the
external loops of VP1 in PML patients, but not in healthy
individuals, were associated to a decrease in the
hemagglutination properties (Sunyaev et al., 2009).
Consequently, BKV subtypes distribution has been evaluated in
different groups of immunosuppressed patients such as renal
transplant recipients, bone marrow transplant patients, stem
cell transplant recipients, AIDS patients, systemic lupus
erythematosus (SLE) patients, and pregnant women (Jin et al.,
1995; Bendiksen et al., 2000a; Baksh et al., 2001; Randhawa
et al., 2002; Takasaka et al., 2004; Carr et al., 2006; Ikegaya et al.,
2006; Krumbholz et al., 2006; Gosert et al., 2008; Boldorini
et al., 2009;Krautkramer et al., 2009; Tremolada et al., 2010a,b).
In addition, the clinical involvement of BKV VP1 amino acid
substitutions in the subtyping region has been assessed in
patients with PVAN and SLE patients (Bendiksen et al., 2000a;
Randhawa et al., 2002; Boldorini et al., 2009; Krautkramer et al.,
2009; Tremolada et al., 2010a,b). However, in none of these
studies, a specific subtype or pattern of mutations in VP1 was
essential for the development of BKV-associated pathology.
In biopsy specimens from PVAN patients, VP1 sequences
(positions 1740–1833) were also found to be very variable and
mutation hotspots were detected. Moreover, the sequences
from each patient showed to be unstable over time (Randhawa
et al., 2002).
The aim of this study was to investigate whether BKV-
associated neurological infection exists and if so, whether this is
linked to specific neurotropic BKV strains. In the period 1998–
2009, 2,062 CSF samples suspicious of JCV infection were
tested for the presence BKV, JCV, and SV40 large T antigen
DNA. Twenty neurological patients had at least one large T
antigen DNA-positive CSF specimen. The entire VP1 protein
sequence of these neurological BKV isolates was determined
and compared to VP1 sequences from strains circulating in
patients with other pathological conditions such as renal
transplant recipients and bone marrow transplant recipients
and from healthy pregnant women. Our results show an
accumulation of amino acid substitutions in the BC loop,
while a decreased tendency for EF loop mutations was found.
No mutations were detected in the CD, GH, and HI loops.
AlthoughBKVwith unique amino acid substitutions in VP1were
found for each patient group, not every individual in that group
possessed these mutations. Moreover, different patient groups
and healthy pregnant women harbored isolates with identical
VP1 sequences. This suggests that VP1 polymorphism is not
strictly necessary or sufficient for BKV-associated pathology
and that specific strains are not related to a specific clinical
manifestation. However, molecular modeling calculations
indicate that the VP1 mutants may have alter host cell receptor
binding properties.
Materials and Methods
Patients and clinical samples
Between 1998 and 2009, 2,062 CSF samples from neurological
patients suspicious of JCV infection were tested for BKV, JCV, and
SV40 DNA large T antigen DNA at the National Centre of
Microbiology by the previously described multiplex nested PCR
(Fedele et al., 1999). Twenty of these patients had BKV large
T antigen DNA-positive CSF samples. These specimens were
examined for the presence of BKV VP1 DNA and for DNA
of herpes simplex virus (HSV), varicella zoster virus (VZV),
cytomegalovirus (CMV), human herpesvirus 6 (HHV6), Epstein–
Barr virus (EBV), and human enteroviruses (EVs) (including Polio-,
Echo-, and Coxsackieviruses) by a nested multiplex PCR (Casas
et al., 1997). From some of the patients, serum, blood, or urine
specimenswere available and thesewere also checked for BKVVP1
DNA (Table 1). The clinical conditions of these patients are
summarized in Table 2.
Nineteen blood specimens and 1 serum sample from 20 renal
transplant patients and 6 blood and 16 urine specimens from7bone
marrow transplant recipients positive for BKV large T antigen
DNA in at least one of their samples were also tested for BKV VP1
presence. Finally, 11 urine samples from 11 healthy pregnant
women (18–39 weeks) with BKV viruria were checked for BKV
VP1 DNA. The characteristics of this group were described in
detail elsewhere and part of the VP1 gene had been sequenced
previously (Bendiksen et al., 2000a,b).
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DNA extraction
DNA extraction was performed from 200ml of sample using
Qiamp MinElute Virus Spin kit (Qiagen, Izasa, Spain) according
to the manufacturer’s instructions. The DNA was eluted in a
volume of 20–45ml nuclease-free water.
PCR amplification of VP1 sequences
In all PCR experiments, positive (a urine specimen fromaBKVVP1-
positive patient) and negative (H2O) controls were included.
Different rooms forDNAextraction, PCR set up and analysis of the
PCR products, as well as ultrapure reagents and equipment were
employed in order to avoid contaminations. Amplification of
the complete BKV VP1 sequence was performed by nested PCR
reactions. In the first reaction, the primers VP1-F1 (forward)
50-AAACTATTGCCCCAGGAGGT-30 (nucleotides 1456–1475
in BKV strain Dunlop, accession number V01108) and VP1-R4
(reverse) 50-CTAAAACACCACCCCCAAAA-30 (nucleotides
2725–2744 in BKV strain Dunlop) were used, generating a
fragment of 1,289 bp. A nested PCR was run with the primers
VP1-F4 (forward) 50-CTAATCAAAGAACTGCTCCTCAATG-30
(nucleotides 1477–1501 in BKV strain Dunlop) and VP1-R8
(reverse) 50-ACCACCCCCAAAATAACACA-30 (nucleotides
2718–2737 in BKV strain Dunlop), producing a fragment of
1,261 bp. Both reactions were performed in a volume of 30ml
including 500 nM of each primer, 15ml of Jumpstart (Sigma–
Aldrich, St. Louis, MO) and nuclease-free water. The first PCRwas
performed on 5ml elutedDNA, while 2ml of the first PCR product
was used in the nested PCR. All PCR mixes were prepared in a
laminar airflow hood. PCR conditions used were: denaturation for
5min at 948C and 40 cycles of 30 sec at 948C, 30 sec at 55.78C (or
64.98C for the nested PCR), and 30 sec at 728C. A final extension
step of 7min at 728C was included. Ten microliters of each PCR
sample were separated by electrophoresis on a 1% agarose gel in
the presence of ethidium bromide. The amplicons were visualized
by UV light.
Sequencing of the amplified product
Nested PCR products were purified by adding 0.5ml exonuclease I
and 0.5ml Shrimp alkaline phosphatase (VWR International, West
Chester, PA). Samples were incubated for 1 h at 378C and
subsequently for 15min at 858C. Sequencing of both strands of the
PCR products was performed with the ABI Prism Big Dye
Terminator Cycle Sequencing Ready Kit (Applied Biosystems,
Foster City, CA) together with 250 nM of the primers VP1-F4 and
VP1-R8. Cycle sequencing PCR conditions consisted of 30 cycles of
10 sec at 968C, 5 sec at 508C, and 4min at 608C. Sequencing
reactions were analyzed on an ABI Prism 3700 DNA Analyser
(Applied Biosystems).
Analysis of VP1 sequences and genotyping
Sequences were aligned with Seqscape v2.5 software and
compared to the reference WW strain (accession number
AB211371) except for amino acid residue K73 where E was taken
into account because it is the most common one in other BKV
strains. BKV genotypes were assigned to each sample according to
Jin et al. (1993).
Homology based model building, refinement,
and quality evaluation
The template protein database coordinates of SV40 VP1 refined at
3.1 A˚ resolution (Stehle et al., 1996) were retrieved, and used to
built the BKV VP1 model applying the ICMTM Bioinformatics
module. The ICM program constructs the molecular model by
homology from core sections defined by the average of Ca atom
positions in conserved regions. The model quality check was
performed using Structural Analysis and Verification Server (SAVS,
http://nihserver.mbi.ucla.edu/SAVS/). The algorithms PROCHECK
(Morris et al., 1992; Laskowski et al., 1993), WHAT_CHECK,
ERRAT (Colovos and Yeates, 1993), VERIFY_3D (Bowie et al.,
1991; Luthy et al., 1992), and PROVEwere used to calculate quality
factors of both the template SV40 VP1 (Stehle et al., 1996) and
the generated 3D model of BKV VP1. The total, local, burial, and
contact energies of the predicted models were calculated using
predicted structure quality score (PSQS) (http://www1.jcsg.org/
psqs, Godzik et al., 1995; Godzik, 1996; Pawlowski et al., 1997;
Jaroszewski et al., 1998).
Root mean squared deviation (RMSD) and solvent accessible
surface area (SASA) calculations
The 3D structures of SV40 VP1 (Stehle et al., 1996) and the BKV
VP1 models were superimposed and their RMSD between
backbone Ca atoms value was calculated utilizing DaliLite
(www.ebi.ac.uk/DaliLite; Holm and Park, 2000) and ICM
Bioinformatics module in order to compare their overall 3D
structures and active site architecture. The SASA (in A˚2) of the
reference sequence and all the mutated models have been
calculated using an ICM script for this purpose.
Results
Amplification of BKV VP1 in the clinical samples of
neurological patients, renal transplant recipients, bone
marrow transplant recipients, and pregnant women
Twenty neurological patients whose CSF sample was positive
for BKV large T antigen DNA were further assessed for the
presence of VP1 sequences. A PCR product corresponding to
the full-length BKV VP1 gene was successfully amplified in 14 of
these 20 patients. These patients are hereafter referred to as
NP1 to NP14 (Tables 1 and 2). From some of these patients
TABLE 1. Detection of BKV and JCV large T antigen T, BKV VP1, human
herpesviruses, and human enteroviruses nucleic acid sequences by PCR in




PCR VP1 BKV PCR HV-EVBKV JCV
NP1 csf1 N N NT N
csf2 P N P P HSV
NP2 csf P N P N
NP3 csf P P P N
NP4 csf1 P N P NT
Serum N N NT NT
csf2 P N P NT
Urine N P NT NT
Blood N N NT NT
NP5 Serum P N P NT
csf P N P N
NP6 Urine1 N N NT N
Urine2 N N NT NT
Urine3 N N NT NT
csf P N P N
NP7 csf P N P P CMV, P EBV
NP8 csf P N P N
NP9 csf P N P N
NP10 csf P N P N
Serum1 P N P NT
Urine P N NA N
Serum2 N N NT NT
NP11 csf P N P N
NP12 csf P N P P EBV
NP13 csf P N P N
NP14 csf1 P N P N
Urine P N P NT
Blood P N P NT
csf2 N N NT N
csf, cerebrospinal fluid; N, negative; P, positive; NT, not tested; NA, not available; PCR HV-
EV, multiplex nested PCR that detects herpes simplex virus (HSV), varicella zoster virus
(VZV), cytomegalovirus (CMV), human herpesvirus 6 (HHV6), and Epstein–Barr virus (EBV).
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additional serum, blood, or urine samples were available, and a
complete VP1 amplicon was obtained from one blood and one
urine sample of NP14, and one serum sample of NP5 and NP10
(Tables 1 and 2). JCV large T antigen sequences were also
detected in CSF of patient NP3 and in urine, but not in CSF of
NP4. HSV was identified in CSF of patients NP1, EBV, and CMV
were present inCSF ofNP7, whileCSF ofNP12was positive for
EBV (Table 1).
Positive amplification of full-length BKV VP1 DNA was also
achieved for 15 of the 20 renal transplant recipients tested
(referred to as RTR15–29; Table 2), 6 of 7 bone marrow
transplant recipients (referred to as BMT30–35; Table 2), and
8 of 11 pregnant women (referred to as PW1–8; Table 2). The
positive VP1 specimens included 14 blood samples and 1 serum
sample from the 15 kidney transplant recipients (Table 2); 5 out
of 5 blood and 10 out of 16 urine specimens from 6 bone
marrow transplant recipients (Table 2); and from 8 urine
samples of 8 of 11 pregnant women (Table 2). Thus, in total we
had 43 different individuals (including patients and controls)
with one or several BKV VP1 PCR-positive samples.
Detection of BKV VP1 amino acid substitutions
Comparison of these primary VP1 sequences obtained from
our patients with the reference strain revealed that 25 out of
the 43 patients were infected with BKV isolates with VP1
divergent from the reference sequence (Table 2).
Polymorphism was observed in 35 different amino acids (Fig. 1
and Table 3). Of the 35 different VP1 residues mutated, 18
resided in one of the loops (Fig. 1 and Table 4). Amino acids










NP1 HIV; meningitis Male 32 CSF I Reference
NP2 HIV; encephalitis Male 26 CSF I Reference
NP3 HIV Male 56 CSF I Reference
NP4 HIV; chronic hepatitis; neuropathy; brain astrocytoma and death Female 47 CSF1 II Variant 1
NP4 CSF2 I Reference
NP5 Breast cancer; PML Female 73 Serum I Variant 2
NP5 CSF I Reference
NP6 Chronic myeloid leukemia; HC Female 13 CSF I Reference
NP7 HIV; PML Female NA CSF I Reference
NP8 HIV; PML Male NA CSF I Reference
NP9 HIV; brain lymphoma Male 37 CSF I Reference
NP10 Blackfan–Diamond anemia; encephalopathy; BMT; HC Female 5 CSF I Reference
NP10 Serum I Reference
NP11 HIV; psychotic and psychomotor alterations Female 44 CSF I Variant 3
NP12 Multiple sclerosis Female 52 CSF I Variant 4
NP13 HIV; encephalopathy Male 43 CSF I Reference
NP14 Anaplastic anemia; PML; HC Male NA CSF I Reference
NP14 Urine I Reference
NP14 Blood I Reference
RTR15 Suspicious of PVAN Male 55 Blood I Variant 5
RTR16 Suspicious of PVAN Male 36 Blood I Variant 6
RTR17 Suspicious of PVAN Male NA Blood IV Variant 7
RTR18 Suspicious of PVAN Female NA Blood I Reference
RTR19 Suspicious of PVAN Female NA Blood I Variant 8
RTR20 Suspicious of PVAN Male NA Blood I Variant 8
RTR21 NA Female 44 Blood I Reference
RTR22 NA Male 50 Blood I Variant 9
RTR23 Suspicious of PVAN Female 38 Blood I Variant 10
RTR24 Suspicious of PVAN Male NA Blood I Reference
RTR25 Suspicious of PVAN Male NA Blood I Variant 11
RTR26 Suspicious of PVAN Male 73 Blood IV Variant 12
RTR27 Suspicious of PVAN Male NA Blood I Reference
RTR28 Suspicious of PVAN Male NA Blood I Reference
RTR29 NA Male 59 Serum I Variant 8
BMT30 Acute lymphoblastic leukemia; HC Male 10 Blood I Reference
BMT30 Urine I Reference
BMT31 HC Female 13 Urine II Variant 1
BMT31 Urine II Variant 1
BMT31 Blood II Variant 1
BMT31 Urine II Variant 1
BMT32 NA Female 45 Urine III Variant 13
BMT32 Urine III Variant 13
BMT32 Blood I Variant 4
BMT33 Diffuse large B-cell lymphoma; HC Female 20 Urine I Reference
BMT33 Blood I Reference
BMT33 Urine I Reference
BMT34 Dendritic cells leukemia; HC Male 15 Urine I Variant 11
BMT35 NA Male 12 Blood I Reference
BMT35 Urine I Reference
PW1 Healthy pregnant woman Female Urine I Variant 14
PW2 Healthy pregnant woman Female Urine I Variant 14
PW3 Healthy pregnant woman Female Urine I Variant 14
PW4 Healthy pregnant woman Female Urine I Variant 15
PW5 Healthy pregnant woman Female Urine I Variant 14
PW6 Healthy pregnant woman Female Urine I Variant 16
PW7 Healthy pregnant woman Female Urine I Variant 17
PW8 Healthy pregnant woman Female Urine I Variant 4
BMT, bonemarrow transplant recipients; CSF, cerebrospinal fluid; HC, hemorrhagic cystitis; NA, not available; NP, neurological patient; PML, progressive multifocal leukoencephalopathy; PW,
pregnant woman; RTR, renal transplant recipient.
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substitutions were detected in all patient groups examined.
One patient harbored a BKV isolate encoding truncated VP1
(NP5) due to a missense mutation.
BKV with a specific VP1 sequence could be detected in
several patient groups (Table 2). BKV variant 1 was identified in
a neurological patient (NP4) and in a bone marrow recipient
(BMT31). Accordingly, variant 4 circulated in NP12, BMT32,
and PW8, while variant 11 was found in RTR25 and BMT34
(Tables 2 and 3).
Four of the 14 neurological patients for which a VP1-positive
PCR product was obtained had VP1 sequences that diverged
from the reference strain. Mutations P18L in VP1 of NP5
and E82Q in VP1 of NP11 were exclusively confined to this
patient group (Table 3). Interestingly, one CSF sample of NP4
contained the VP1 reference sequence, whereas a BKV strain
with amino acid substitutions in VP1 was identified in a second
CSF sample (Table 2). TheVP1 variant in a serum sample ofNP5
differed from the reference VP1 sequence that was present in
CSF of this patient (Table 2).
Ten renal transplant patients had non-reference strain VP1
amino acid sequences (Table 2). The amino acids substitutions
E61N, N62D, K69R, N74T, I178V, A265T, A284P, and Q354T
were unique for this patient group (Table 3), while the
most common mutations were D175E and V210I (Table 3).
Interestingly, exactly the same variant was identified in RTR19,
20, and 29 (variant 8, Tables 2 and 3).
Three bone marrow transplant patients showed
polymorphism in VP1 compared to the reference sequence
(Table 2).While BMT31 presented identical sequences in urine
and blood, BMT32 had BKVwith different VP1 sequences in her
blood and urine. The primary structure of VP1 in urine samples
collected at different time points did, however, not change,
indicating stability of the VP1 protein in this circulating BKV
variant. The amino acid substitutions L68Q and K69H were
restricted to this patient group, whereas the most common
polymorphism was V210I (Table 3).
All pregnant women secreted BKV with VP1 sequences
different from the reference sequence (Table 2). The
substitutions T240A (PW4), Q278R and M322L (PW6) and
D58G, R93G, E112G, and V296A (PW7) were limited to
this group (Table 3). Pregnant women 1, 2, 3, and 5 harbored a
strain with identical VP1 sequence (variant 14, Tables 2 and 3).
BKV with a specific VP1 sequence could be detected in
several patient groups (Table 2). BKV variant 1was detected in a
neurological patient (NP4), a bone marrow recipient (BMT31)
and in healthy control (PW8). Accordingly, variant 4 circulated
in NP12, BMT32, and PW4, while variant 11 was found in
RTR25 and BMT34 (Table 2).
While the BC loop makes up only 9.1% of the total VP1
protein, 34.3% of the amino acids substituted were detected
in this region. This suggests that there is a positive tendency
towards mutations in this region. On the other hand, the EF
loops forms 17.1% of the total VP1, but only 8.6% of the amino
acid substituted resided in this loop, suggesting a negative
tendency for mutations in this region.
BKV genotyping
BKV genotyping revealed that subtype Iwas detected in 40 of 43
(93%) BKV VP1 PCR-positive patients and controls (Table 2).
All neurological patients harbored BKV subtype I in their
specimens, except patient 4 who also had one CSF sample that
contained BKV subtype II, while the other CSF sample of this
patient contained BKV subtype I. Subtype II also circulated in
Fig. 1. PrimarysequenceoftheBKVVP1reference.Thissequenceis identicaltotheVP1ofBKV(WW)exceptthatresidueforK73,anEwastaken
because this amino acid is the most common one in other BKV strains. This residue is shown in bold. The amino acids that were found to differ
fromthereferenceVP1sequenceare indicated inredandthesubstitutionsareshown.Thepositionof thedifferent loops is indicated.Thenumbers
refer to the positions of the amino acid residues. See text and Table 3 for details.
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V42 D58 E61 N62 F66 L68 K69 S71 N74 D75 S77 E82 R83 H139 I145 D175 I178
NP4csf D Y T A D D K K N V Q
NP5 serum L L E
NP11csf Q
NP12csf L E
Frequency 1 2 1 1 1 1 1 2 1 1 1 1 3
RTR15bl L E
RTR16bl
RTR17bl N D Y R T T A E D K N E V
RTR19bl L E
RTR20bl L E
RTR22bl L R E
RTR23bl N
RTR25bl L E
RTR26bl N D Y R T T A D D K N E V
RTR29ser L E
Frequency 6 2 2 2 3 2 2 3 2 2 2 2 8 2
BMT31u D Y T A D D K K N V Q
BMT31bl D Y T A D D K K N V Q
BMT32u D Y Q H A E D K N V Q
BMT32bl L E
BMT34 L E
Frequency 2 3 3 1 1 2 3 3 3 2 3 3 3 5
PW1 L D E
PW2 L D E
PW3 L D E
PW4
PW5 L D E
PW6
PW7 G G G
PW8 L E
Frequency 5 1 4 1 1 5
Total frequencya 1 15 1 6 2 6 1 4 5 2 7 6 11 3 1 1 6 6 4 21 2
Patient
EF
F225 T240 A265 Q278 A284 V296 R316 M322 R340 R349 K353 Q354 L362 FrequencybV210
NP4csf I Y K Q R V 17
NP5 serum I K stop 6
NP11csf 1
NP12csf I V 4
Frequency 3 1 1 2 1 1 2 28
RTR15bl I T K 5
RTR16bl T 1





RTR25bl I K 4
RTR26bl I Y P Q R V 19
RTR29ser I 3
Frequency 8 2 1 2 4 2 1 2 62
BMT31u I Y K Q R V 17
BMT31bl I Y K Q R V 17
BMT32u I Y K Q R V 17
BMT32bl I V 4
BMT34 I K 4






PW6 R L 2
PW7 A 4
PW8 I V 4
Frequency 5 1 1 1 1 1 27
Total frequencya 21 6 1 1 1 2 1 4 1 10 1 6 1 9 176
NP, neurological patient; RTR, renal transplant recipient; BMT, bone marrow transplant recipient; PW, pregnant woman; bl, blood; csf, cerebrospinal fluid; ser, serum; u, urine.
aTotal number of times this residue was substituted in all VP1 PCR-positive samples.
bTotal amino acid substitutions in VP1 of this patient.
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one bone marrow patient (BMT31), where it was found in both
urine and blood. BKV subtype III was only detected in the urine
of bone marrow transplant patient (BMT32), while two renal
transplant patients (RTR17 and RTR26) had BKV subtype IV in
their blood.
Structural implications of the mutations
To predict the structural effects of mutations in VP1, changes
solvent accessible surface areas (SASA) of eachmutated protein
were calculated. SASA is a parameter that is widely used in
analyses of protein structure (Pintar et al., 2003). The changes in
SASA (in A˚2) in comparison with the reference sequence are
shown in Figure 2. The VP1 isoforms present inNP4csf, RTR15,
RTR17, RTR26, BMT32u, BMT34, PW6, and PW8 displayed a
strong decrease (>130 A˚2), while an increase in SASA
was calculated for VP1 in patients NP12, RTR19/20, RTR22,
BMT32bl, and PW4 compared to the reference VP1. These
variations in SASA may affect the structure of VP1.
Discussion
BKV-associated neurological infection
BKV-associated infection has been extensively examined in
large cohorts of renal and bone marrow transplant recipients,
autoimmune patients, and pregnant women, whereas only a
very limited number of studies have reported BKV infection in
neurological patients and most of these studies are mainly case
reports (Vallbracht et al., 1993; Vago et al., 1996; Voltz et al.,
1996; Bratt et al., 1999;Hedquist et al., 1999; Lesprit et al., 2001;
Garavelli and Boldorini, 2002; Stoner et al., 2002; Jorgensen
et al., 2003; Behzad-Behbahani et al., 2003a,b; Hix et al., 2004;
Cabrejo et al., 2005; Vidal et al., 2007).Over the last 11 yearswe
have been using nested PCR to test 2,062 spinal fluid specimens
obtained from neurological patients suspicious of JCV infection
for the presence of JCV, SV40, and BKV large T antigen DNA.
As a result, we have identified 20 individuals with at least one
BKV-positive CSF sample. Although BKV-associated
neurological infection has been reported mainly in AIDS
patients suffering from meningoencephalitis or encephalitis,
neurological presentation of our patients was quite
heterogenic, being PML the most common affection, as in the
case of JCV. Most of our patients suffered from AIDS, but also
other pathologies not previously associated with BKV
neurological infection such as anemia (NP10, NP14), breast
cancer (NP5), and multiple sclerosis (NP12) were identified. A
brain astrocytoma and a brain lymphoma were detected in
patients NP4 and NP9, respectively (Table 2). The latter
findings confirm previous studies reporting BKV in malignant
brain tissues (Moens and Johannessen, 2008), but the causative
role of BKV in human brain tumors is still ambiguous.
TABLE 4. Amino acid substituted found in the different loops of VP1
Loop Number of residues % of VP1a Number of mutations % of total mutationsb
Number of patients with
this mutation (%)c
AB 6 1.7 1 2.9 15 (34.9%)
BC 33 9.1 12 33.4 13 (30.2%)
CD 7 1.9 0 0 NA
DE 19 5.2 2 5.7 5 (11.6%)
EF 62 17.1 3 8.6 19 (44.2%)
GH 12 3.3 0 0 NA
HI 9 2.5 0 0 NA
aVP1 contains 362 amino acids.
bAmino acid replacements were observed in 35 different residues of the loop regions of VP1 (see Table 3).
cVP1 sequences were obtained for 43 individuals between patients and controls (14 NP, 15 RTR, 6 BMT, 8 PW).
Fig. 2. Effect of mutations in VP1 on solvent accessible surface areas (SASA in A˚2). The SASA were calculated using ICMTM. The SASA value
of each VP1 variant was compared with the value obtained for the reference VP1 sequence. The numbers on top or under the bars represent
the changes in SASA compared to the referenceVP1 sequence. Variant 2 had amissensemutation and thus encoding a truncated version of VP1.
The SASA of this variant was not calculated. See Table 2 for the patients corresponding to the variants.
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BKVDNAwas present in other specimens than CSF in three
neurological patients. NP5 was positive for BKVDNA in serum
(no urine sample was available), NP10 had BKV DNA in serum
and urine, and NP14 was BKV positive in urine and blood
(Table 1). In conditions of severe immunosuppression, as is the
case with our patients, BKV can reactivate in the urogenital
tract, as it has been shown in the patients NP10 and NP14. All
three patients are positive for BKV in their blood and thus the
virus can disseminate by the blood system to different organs.
Patient NP4, however, was negative to BKV viremia and viruria.
Hence, for this patient we can postulate an independent
reactivation of BKV in the CNS although the exact mechanism
remains unclear.
VP1 polymorphism and cell tropism
Considering that only one sequence of the BKV VP1 from the
CSF of a neurological patient has been reported (Stoner et al.,
2002), it is impossible to hypothesize whether a specific BKV
VP1 polymorphism may be associated with neurotropism. We
determined the entire VP1 sequence in the BKV large T antigen
DNA-positive samples from14 neurological patients, but also in
bone marrow transplant recipients, renal transplant patients,
and healthy pregnant women. Our sequence analysis revealed
that there is no specific pattern of mutation associated to the
neurological patients or other clinical presentation. This is
exemplified by BKV variants 1, 4, and 11 which were present in
several patient groups. A lack of such correlation has earlier
been reported in nephropathy and SLE patients (Jin et al., 1995;
Bendiksen et al., 2000a; Baksh et al., 2001; Randhawa et al.,
2002; Boldorini et al., 2009; Krautkramer et al., 2009;
Tremolada et al., 2010a,b). Identical strains (variants 1, 4, and
11) were detected in different patient groups, suggesting that a
particular BKV strain is not associated with a specific disease.
On the other hand, RTR19, 20, and 29 contained a BKV isolate
in their blood with exactly the same VP1 amino acid
substitutions.Whether this strain is associated specifically with
the reactivation of BKV in renal transplant patients should be
elucidated.
Ten not previously described amino acids substitutions were
identified in VP1 in our study.Oneof themwas confined to BKV
isolates from neurological patients: P18L in NP5. The other not
previously reported amino acids changes including D58G,
R93G, E112G, T240A, Q278R, V296A, and M322L that were
only detected in BKV isolates in the urine of pregnant women,
and A265T and Q354T identified in the blood of the renal
transplant recipients RTR15 and RTR16, respectively.
In a recent study, mutations in the BC-loop of BKV isolates
obtained from urine samples of 45 kidney transplant patients
were determined (Krautkramer et al., 2009). Two of the
mutations (E82D and H139N) reported by these authors were
also identified in this study in RTR17 and RTR26, in a BKV
isolate in the CSF of one neurological patient (NP4) and in two
out of six of our bone marrow transplant patients (BMT31 and
BMT32). While all of these patients had BKV with both
mutations, only one renal transplant patient (#286) in the study
by Krautkra¨mer et al., harbored BKV with both mutations and
three other recipients had only the E82D mutation. Several
pregnant women excreted BKV with the E82D mutation, but
none had theH139N substitution. Hence theH139Nmutation,
which resides in the DE-loop, was only detected in individuals
with pathological conditions in the present study.
In an elegant study, Dugan et al. (2007) investigated the effect
of single amino acid substitutions in VP1 on viral viability and
growth in Vero cells. The authors generated 17 BKV VP1
mutants (16 single and 1 double amino acid substitution).
Several of the residues that they substituted were also mutated
in our isolates, including E61, K69, D75, E82, and R83. Dugan
et al. replaced the charged amino acids by the small, non-
charged Ala. The K69A mutations reduced viral spread, while
the E61A produced non-viable virus, but it bound better to the
host cell receptor. Although most of our strains possessed
additional mutations, BKV isolates detected in the blood of
RTR23 and in the CSF of NP11 contained only the substitutions
D75N and E82Q. Both mutations cause the change of a
negatively charged amino acid to a neutral amino acid. Dugan
et al. showed that mutants with the double D75A/E82A
substitution, which replaced negatively charged amino acids
into neutral ones, had reduced VP1 expression, but propagated
equally well as wild-type (Dugan et al., 2007). The substitution
D75N has been previously identified in BKV present in all the
biopsy samples of a patient who developed PVAN (Boldorini
et al., 2009). The effect of the doublemutationD75A/S77D that
mimics the polymorphism seen in subtypes II, III, and IVwas also
examined by Dugan and coworkers. This mutant is able to
propagate in vitro similarly to BKV, showing that subtypes II, III,
and IV in vitro are comparable to BKV wild-type (Dugan et al.,
2007). One CSF from a neurological patient (NP4), one renal
transplant recipient (RTR26), and one bone marrow transplant
recipient (BMT31) acquired a BKV isolate with this double
amino acid substitution, indicating that this BKV variant can
replicate in vivo under different clinical conditions.
Finally, in a recent study, BKV mutants with different amino
acid substitutions that had been identified in the BC loop of the
BKV VP1 of several patients with PVANwere tested in culture.
A subtype I variant with the K69R mutation showed a more
profound cytopathogenic effect compared to the reference
variant and was able to replicate and grow in cell culture. The
authors suggested a possible correlation of the mutation and
BKV PVAN pathogenesis (Tremolada et al., 2010a). In our
study, one renal transplant recipients, RTR22, contained a
genotype I strain with this substitution.
Hotspot sites of VP1 mutations
Mutations in 35 different VP1 residues were detected in this
study. The BC loop encompasses 9.1% of the total VP1 protein
and 12 of the 35 (34.3%) of the amino acid substituted were
located in this loop. On the other hand, the EF loop constitutes
17.1% of the total VP1 protein, yet only 3 out of the 35 amino
acid substitutions (8.6%) were encompassed in this region. This
suggests that there is an increased tendency of mutations in the
BC loop, while there is a decreased predisposition for
mutations in the EF loop. VP1 hotspots of variability have
already been described in the sequences of biopsies of PVAN
patients (Randhawa et al., 2002). Themutation frequency in the
other regions was as statistically expected (Table 4). However,
no mutations were identified in the CD, GH, and HI loops,
a finding that is in agreement with a preceding study that
presented the whole VP1 loops sequence obtained from PVAN
patients and controls (Tremolada et al., 2010b).
VP1 polymorphism and molecular modeling
Calculation of the solvent accessible surface area as an
indication of the structural implications of the amino acid
substitutions in VP1 revealed that several VP1 isoforms had
considerable decrease or increase in their SASA value. Thismay
indicate structural changes, specifically surface electronic
charges or properties in VP1 that can interfere with the
molecular recognition of VP1 with its receptor and hence affect
the biological properties of the virus. Functional studies are
required to confirm these predictions.
VP1 polymorphism and immunogenicity
BecauseVP1 is theonly structural compoundof the intact virion
that is directly accessible to the immune system, mutations in
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VP1 may affect the immunogenic properties of BKV and hence
the pathogenicity of the virus. Schneidawind et al. (2010) tested
isolated CD8þ T cells from healthy individuals (n¼ 25) and
frompatients withHC (n¼ 7) for specific responses against five
different VP1 peptides. Five of theHCpatients (71%) hadCD8þ
T cells that showed a strong response against peptide p108,
while only seven healthy individuals (28%) had CD8þ T cells
responding to this peptide. Moreover, whereas none of the
patients possessed T cells that responded to any of the other
four of the five peptides, healthy individuals (<15% of the
patients) had such responsive T cells. The peptide p108,
spanning amino acids 108–116 (sequence LLMWEAVTV), is just
adjacent to the CD loop (see Fig. 1). A previous study revealed
BKV VP1 peptide p108-specific T cells in 2/2 renal transplant
patients (Krymskaya et al., 2005) and in 10/10 renal transplant
patients with PVAN, but only in 5/10 healthy individuals (Chen
et al., 2006). These findings may indicate that this strong
immunogenic epitope may play a crucial role in the
development and containment of HC and PVAN. All the
individuals with different diseases in our study had conserved
this sequence, while one out of eight pregnant women
contained a mutation in this region (PW7 with the mutation
E112G). Although we did not test our patients for p108-
reactive CD8þ T cells, this epitope does not seem uncommon
in the human population. It is therefore not possible to conclude
whether the E112G mutation generates a less immunogenic
VP1 protein so that the biological importance of this mutation
remains elusive.
Truncated VP1
The BKV isolate in a serum sample of one neurological patient
(NP5) had a nonsense mutation changing R349 into a stop
codon. It is uncertainwhether such truncatedVP1 can assemble
into infectious virions. This variant may represent mutant BKV
genomes trapped in defective particles. Alternatively,
reactivation allows increased BKV DNA replication, which can
produce wild-type as well as mutant genomes in the infected
cells. The mutant genomes can be incorporated in wild-type
virus particles. The CSF sample of NP5 contained full-length
VP1 sequences, indicating that intact virion particles can be
produced. Because PCR preferentially amplifies the most
abundant molecule, it can be assumed that the mutants were
overrepresented in the patient’s urine or serum specimen.
Cloning of BKV genomes may have identified wild-type (and
other) BKV genomes, while electron microscopy studies and
infectious virus rescue studies may have allowed to test
whether infectious virus was excreted by these patients.
BKV genotypes in the different patient groups
BKV genotyping revealed that 40 out of the 43 patients from
which we obtained full-length VP1 sequences were infected
with subtype I. This is in agreement with previous findings that
have shown that this is the most prevalent subtype (Jin et al.,
1995; Baksh et al., 2001; Takasaka et al., 2004; Carr et al., 2006;
Ikegaya et al., 2006; Krumbholz et al., 2006; Yogo et al., 2007;
Zheng et al., 2007; Zhong et al., 2007a). Subtypes were not
linked to a specific patient group, indicating that they are not
correlated with the clinical condition. Two patients, a 47-year-
oldHIV-positive female (NP4; Table 2) and a 13-year-old female
bone marrow transplant with HC (BMT31; Table 2) had
subtype II. Interestingly, one of the CSF samples of the HIV-
positive patient with neurological condition (NP4) contained
BKV subtype Iwhile anotherCSF sample contained subtype II. A
45-year-old female bone marrow recipient (BMT32; Table 2)
excreted BKV subtype III in her urine, while subtype I was
detected in her blood. This indicated that these patients were
infected with two different subtypes which concords with
previous studies (Jin et al., 1995; Bendiksen et al., 2000a;
Randhawa et al., 2002).Moreover, a breast cancer patient (NP5;
Table 2) harbored strains of subtype I in both CSF and serum.
However, the variant found in CSF was identical to the
reference strain while the variant detected in serum contained
several amino acid substitutions in VP1. In a scenery of extreme
immunosuppression and subsequent BKV reactivation in the
urinary tract, a specific variant may have been selected in a
secondary site, for example, the CNS or the blood system, as a
response to host tissue-specific genes (Stoner et al., 2002;
Jorgensen et al., 2003). On the other hand, subsequent urine
samples of BMT31 and BMT32 harbored identical strains over
time. Jin et al. (1995) showed that sequential urine samples from
bonemarrow transplant recipients detected for up to 3months
conserved the same subtypes.
Conclusions
In conclusion, our results indicate that BKV DNA can be
detected in theCSF of patients with neurological symptoms and
therefore BKV-associated neurological infection can occur.
Mutations in VP1 indicate genomic instability, but as with other
patient groups, the sequence of BKV VP1 does not seem to
carry a characteristic fingerprint for this clinical condition.
However, our results from sequencing the entire VP1 may
indicate that mutations are not randomly dispersed in VP1, but
the BC-loop seemsmore,while the EF-loop seems less exposed
to mutations. Additional studies are required to determine the
effect of VP1 mutations on the biological and pathological
properties of BKV.
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A pesar que el BKPyV  se asocia, generalmente, con patologías del tracto urogenital y el JCPyV 
con afecciones del SNC, la distinción entre los perfiles etiológicos de ambos virus no es absoluta. 
De hecho, se ha detectado excreción urinaria del JCPyV, tanto en individuos inmunocompetentes 
como en trasplantados renales y trasplantados de médula ósea [Egli et al., 2009; Gorczynska et al., 
2005; Lopez et al., 2011]. Además, en determinados casos, la presencia del JCPyV en ausencia del 
BKPyV se ha relacionado con al desarrollo de cistitis hemorrágica y  nefropatía intersticial 
[Drachenberg et al., 2007; Garcia Ligero et al., 2002; Gorczynska et al., 2005; Kazory et al., 2003; 
Mischitelli et al., 2010].  
Por su parte, el BKPyV se ha detectado en líquido cefalorraquídeo y cerebro de individuos 
inmunocompetentes y de pacientes inmunodeprimidos, principalmente VIH-positivos [Behzad-
Behbahani et al., 2003a; Behzad-Behbahani et al., 2003b; Bratt et al., 1999; Lesprit et al., 2001; 
Pietropaolo et al., 2003; Vago et al., 1996; Vallbracht et al., 1993; Voltz et al., 1996]. En algunos 
pacientes con infección neurológica por el BKPyV se han descrito cuadros clínicos entre los que 
destacan la encefalitis y la meningoencefalitis [Bratt et al., 1999; Lesprit et al., 2001; Vallbracht et 
al., 1993; Voltz et al., 1996]. Existen, asimismo, referencias de casos de LMP debidos al BKPyV 
[Cabrejo et al., 2005; Hix et al., 2004].  
Además, el BKPyV y el JCPyV se han identificado de forma simultánea, en muestras de sangre y 
biopsias renales de pacientes con NAPV, mostrando que la co-reactivación de ambos virus es 
posible [Boldorini et al., 2009a; Drachenberg et al., 2007]. 
Por estas razones y como parte de la tesis doctoral de uno de los directores del presente trabajo, se 
diseñó una PCR convencional múltiple capaz de detectar de forma específica un fragmento común 
del antígeno T de los poliomavirus BK, JC y el SV40, en una sola reacción de amplificación 
[Fedele et al., 1999]. Dicha PCR se ha empleado como técnica diagnóstica del Laboratorio de 
Aislamiento y Detección Viral del CNM entre los años 1998 al 2011.  
Como resultado del cribado simultáneo del BKPyV y del JCPyV, en las muestras pertenecientes a 
pacientes con patologías comunes a ambos virus, durante los años 1998 al 2010, se analizaron 2406 
LCR y se identificaron 20 pacientes con patología neurológica asociada a la infección del BKPyV.  
Es necesario aclarar que el presente trabajo no es un estudio epidemiológico en el que se hayan 
analizado de forma prospectiva aquellas muestras que, al cumplir unos determinados criterios 
fijados de antemano, hayan sido enviadas al CNM, por ser sospechosas de infección neurológica 
por el BKPyV. Muy al contrario, las muestras remitidas procedían de pacientes con sospecha de 





infección del JCPyV asociada a LMP, quedando al juicio de cada clínico cuales son los requisitos 
de sospecha de LMP. Por lo tanto, la identificación accidental de los casos de infección neurológica 
por el BKPyV, se deben, únicamente, al empleo de una PCR múltiple que amplifica 
simultáneamente ambos virus.  
Previamente a la publicación de los casos de infección neurológica por el BKPyV identificados en 
nuestro laboratorio, sólo existían referencias de 26 casos publicados por 17 laboratorios diferentes 
[Behre et al., 2008; Behzad-Behbahani et al., 2003a; Behzad-Behbahani et al., 2003b; Bratt et al., 
1999; Cabrejo et al., 2005; Ferrari et al., 2008; Friedman and Flanders, 2006; Garavelli and 
Boldorini, 2002; Hedquist et al., 1999; Hix et al., 2004; Jorgensen et al., 2003; Kinnaird and 
Anstead, 2010; Lesprit et al., 2001; Lopes da Silva, 2011b; Stoner et al., 2002; Vallbracht et al., 
1993; Vidal et al., 2007; Voltz et al., 1996]. De hecho, el total de los 20 casos incluídos en nuestro 
estudio constituye, aún a día de hoy, el mayor tamaño muestral manejado por ningún grupo de 
investigación cuyo objeto de estudio haya sido la infección neurológica por el BKPyV.   
Es probable que la escasez de casos disponibles en la literatura se debiera al desconocimiento de la 
relación entre el BKPyV y las patologías neurológicas, con lo que muchos de los casos podían estar 
infra-diagnosticándose [Lopes da Silva, 2011b]. A la luz de nuestros datos, se puede afirmar que es 
posible detectar ADN del BKPyV en el LCR de pacientes con síntomas neurológicos y que, por 
tanto, la infección neurológica debida al BKPyV puede ocurrir, no siendo tan infrecuente como 
previamente podía pensarse. Teniendo en cuenta que es una patología con graves consecuencias 
para los individuos inmunodeprimidos, parece importante caracterizarla adecuadamente [Lopes da 
Silva, 2011b].  
Previamente a nuestro estudio, la patología neurológica asociada al BKPyV se había descrito, 
principalmente, en pacientes con SIDA [Bratt et al., 1999; Garavelli and Boldorini, 2002; 
Jorgensen et al., 2003; Kinnaird and Anstead, 2010; Lesprit et al., 2001; Vallbracht et al., 1993; 
Vidal et al., 2007] y con enfermedades onco-hematológicas, como es el caso de los pacientes 
sometidos a tratamiento con quimioterapia o a trasplante de médula ósea [Behre et al., 2008; 
Ferrari et al., 2008; Lopes da Silva et al., 2011; Stoner et al., 2002]. Raramente, se ha identificado  
la infección del SNC por el BKPyV en pacientes inmunocompetentes [Behzad-Behbahani et al., 
2003b; Behzad-Behbahani et al., 2004; Voltz et al., 1996]. 
Las patologías de base de los pacientes analizados en el presente trabajo coinciden, en general, con 
las descritas previamente. Trece de los 20 pacientes neurológicos son enfermos de SIDA y otros 
tres padecen patologías englobadas en la categoría de las onco-hematológicas, como son la 
leucemia mieloide crónica y la anemia Blackfan-Diamond (Tabla 7.1.). Sin embargo, uno de 
nuestros pacientes neurológicos padecía esclerosis múltiple (PN18), patología que, anteriormente, 





no se había asociado a la infección neurológica debida al BKPyV. Se sabe que dicha paciente no 
había sido tratada con natalizumab. Finalmente, de uno de los pacientes (PN6) no nos constan 
antecedentes de inmunodepresión. Se trata de un hombre de 36 años que padece una encefalitis que 
podría estar asociada a una primoinfección con el virus aunque nos faltan datos serológicos para 
saberlo a ciencia cierta. Existen referencias de otro caso muy similar, un individuo 
inmunocompetente de 34 años con una encefalitis asociada a la infección neurológica por el 
BKPyV [Voltz et al., 1996]. 
Tabla 7.1.- Detección de la región reguladora y de la proteína VP1 del BKPyV, de la presencia de herpesvirus y 
enterovirus y cuantificación de la carga del BKPyV y el JCPyV en las muestras de pacientes neurológicos  






















  N 
LCR2 08/02/1999 WWM
&
 I, referencia 8.667 ± 1.985 HHV 
PN2 (H, 26) VIH; encefalitis LCR 19/06/2000 WWM I,  referencia 2.472 ± 566 N 







LCR1 13/06/2001 WWM3 N 5.001 ± 1.145 HHV-6 
suero1 13/06/2001 N    
LCR2 13/07/2001 N   N 
suero2 13/07/2001 N    
LCR3 17/07/2001 N   N.D. 
suero3 17/07/2001 N    
suero4 20/07/2001 N    
suero5 30/07/2001 N    






PN5 (M, 47) VIH; neuropatía; 




A II, variante 1 1.886.509 
±432.011 
HHV-4 
LCR2 25/02/2002 RRA I,  referencia 128.182 
±29.354 
N.D. 
suero 25/02/2002 WWM4 N   
sangre 25/02/2002 N N   
PN6 (H, 36) Inmunocompetente, 
encefalitis 
LCR1 28/02/2002 WWM N N.D. N 
suero1 28/02/2002 N    
LCR2 14/03/2002 N   N 
suero2 14/03/2002 N    
PN7 (H, 68) Immunodeprimido 
VIH-negativo; fiebre y 
desorientación 
LCR 14/03/2002 RRB N  
N.D. 
N 




LCR 09/08/2002 WWM I,  referencia 607 ± 139 N 
suero 09/08/2002 WWM2 I, variante 2   


























N N.D.   
LCR 19/11/2002 WWM I,  referencia N.D. N 
suero7 19/11/2002 N N.D.   
PN10 (M, N.D.) VIH; LMP LCR 02/12/2003 WWM I,  referencia N.D. HHV-4, 
HHV-5 
PN11 (H, N.D.) VIH; LMP LCR 27/01/2004 RRC I,  referencia N.D. N 
PN12  (H, 37) VIH; linfoma cerebral LCR 12/02/2004 RRD I,  referencia N.D. N 
PN13 (M, 5) Anemia Blackfan-
Diamond; 
encefalopatía; TMO ; 
CH 
LCR 23/03/2004 WWM5 I,  referencia N.D. N 
suero1 23/03/2004 N N.D.   
suero2 12/04/2004 WWM6 I,  referencia   





N N.D.  N 
PN14 (H, N.D.) VIH; LMP LCR 11/10/2004 WWM N N.D. N 
PN15 (H, N.D.) VIH; LMP LCR 10/01/2005 WWM3 N BKPyV:  
1.927 ± 441; 
JCPyV:  
2.769 ± 601 
JCPyV 
PN16 (M, 44) VIH;  encefalopatía LCR 01/04/2005 WWM I, variante 3 N.D. N 
PN17 (H, 48) VIH; encefalopatía LCR1 13/06/2005 RRE N N.D. N 
LCR2 20/06/2005 RRE N 214.787 ± 
49.186 
N 
Suero 20/06/2005 N    
PN18 (M, 52) Esclerosis múltiple LCR 10/05/2007 WWM7 I, variante 4 N.D. HHV-4 
PN19 (H, 43) VIH; encefalopatía LCR 19/09/2007 WWM I,  referencia N.D. N 
PN20 (H, 45) VIH; LMP LCR1 14/12/2010 RRF N.D. 6.743.099  ± 
1.544.170 
N 




© Arquitectura de la región reguladora del BKPyV. Los números de acceso en GenBank correspondientes a las 
secuencias son JQ513592-JQ513621. 
§ Subtipo del BKPyV y patrón de mutaciones de VP1. Los números de acceso en GenBank correspondientes a las 
secuencias son JX195557-JX195583. 
€ Cargas del BKPyV y del JCPyV en LCR cuantificadas mediante PCR a tiempo real. A la cantidad absoluta obtenida se 
le ha aplicado el valor del correspondiente coeficiente de variabilidad interensayo  (BKPyV, 22,9%; JCPyV, 21,7%). 
* La detección de otros posibles virus presentes en el líquido cefalorraquídeo se llevó a cabo mediante dos PCR 
convencionales múltiples. Una de las mismas amplifica el BKPyV, el JCPyV y el SV40 [Fedele et al., 1999] y la otra 
detecta enterovirus y herpesvirus humanos: el virus herpes simple (HHV), el virus varicela zoster, el citomegalovirus 
(HHV-5), el virus herpes 6 (HHV-6), el virus Epstein-Barr (HHV-4) y enterovirus humanos [Casas et al., 1997]. 
# Sexo y edad 





¶ LCR: líquido cefalorraquídeo 
 ¥  N: negativo 
ø N.D.: no disponible 
& WWM: variantes cuya región reguladora es arquetípica a excepción de mutaciones puntuales o inserciones o deleciones 
de un nucleótido 
$ TMO: trasplantado de medula ósea 
@ CH: cystitis hemorrágica 
≠ RR: variantes cuya región reguladora es reorganizada ya que contienen  duplicaciones y deleciones de más de un 
nucleótido en la región reguladora 
> LMP: leucoencefalopatía multifocal progresiva 
 
Los presentación clínica más comúnmente asociada a la infección neurológica del BKPyV es la 
encefalitis seguida de la meningitis y de la meningoencefalitis [Behzad-Behbahani et al., 2003a; 
Behzad-Behbahani et al., 2003b; Bratt et al., 1999; Garavelli and Boldorini, 2002; Jorgensen et al., 
2003; Stoner et al., 2002; Vallbracht et al., 1993; Vidal et al., 2007]. La LMP sólo se ha descrito, 
anteriormente, en un trasplantado renal y en un paciente sometido a tratamiento con esteroides 
[Cabrejo et al., 2005; Hix et al., 2004].  
Sorprendentemente, en nuestro estudio, los pacientes con infección neurológica por el BKPyV 
tenían un diagnóstico presuntivo de LMP (seis pacientes) y otros tipos de encefalopatías (cuatro 
casos). En el LCR de uno de dichos pacientes con diagnóstico presuntivo de LMP, también se 
detectó JCPyV (PN15) pero no en los restantes casos. Los pacientes PN2 y PN6 tenían un 
diagnóstico presuntivo de encefalitis mientras que en los pacientes PN1 y PN3 se diagnosticó  
meningitis y meningoencefalitis, respectivamente.  
En dos de los pacientes neurológicos, se detectaron tumores cerebrales, en concreto un astrocitoma 
(PN5) y un linfoma cerebral (PN12). Aunque, el BKPyV, anteriormente, se ha relacionado con el 
desarrollo de este tipo de procesos oncogénicos, carecemos de la información necesaria para 
concluir que esté implicado en el origen de los mismos [Delbue et al., 2005a; White et al., 2005]. 
La detección de los casos de infección neurológica por el BKPyV sirvió para constatar la utilidad 
de las técnicas de detección múltiple de los poliomavirus humanos BKPyV y JCPyV. Por ello, se 
quiso mejorar la metodología disponible, y se diseñó y se puso a punto una técnica de PCR a 
tiempo real capaz de cuantificar la carga viral del BKPyV en el LCR de los pacientes neurológicos, 
ya que no existían datos al respecto. Se incluyó, además, un control interno con el fin de poder 
evitar los resultados falsos negativos. 





Existen referencias de varias técnicas de PCR a tiempo real múltiple para los poliomavirus BK y JC 
capaces de discriminar la presencia de ambos virus, así como, de cuantificarlos de forma 
simultánea [Dumonceaux et al., 2008; Funahashi et al., 2010; Palmieri et al., 2010; Saundh et al., 
2010] pero sólo una de las mismas incluye un control interno [Dumonceaux et al., 2008]. En  todos 
estos métodos, se emplean dos parejas de cebadores para detectar, específicamente, el BKPyV y el 
JCPyV y, el único método que además contiene un control interno, requiere de una tercera pareja 
de cebadores para amplificar dicho control interno. 
La PCR a tiempo real diseñada en el presente trabajo es la primera que requiere una sola pareja de 
cebadores degenerados para amplificar el BKPyV, el JCPyV y el control interno. Este tipo de 
aproximación en la que con una sola pareja de oligonucleótidos se cuantifica un control interno de 
concentración conocida y un fragmento a amplificar o varios cuya concentración se quiere 
determinar, se denomina cuantificación competititiva o co-amplificación. La cuantificación 
competitiva constituye una aproximación muy exacta a la cuantificación absoluta [Mackay, 2004].  
La secuencia de los oligonucleótidos empleados, en nuestro método, es común a una PCR 
convencional anidada, previamente publicada, que amplifica un fragmento del antígeno T común al 
BKPyV y al JCPyV [Fedele et al., 2000]. Habida cuenta del tiempo transcurrido desde su diseño, la 
idoneidad de los cebadores para detectar todas las secuencias disponibles del BKPyV y del JCPyV 
se validó con alineamientos de secuencias de ambos poliomavirus extraídas de GenBank 
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide).  
La detección específica de ambos virus y del control interno se consiguió, en la presente técnica, 
gracias a la inclusión de tres sondas, cada una de las cuales está marcada con un fluoróforo distinto 
(FAM, VIC y NED, respectivamente). Así, cada sonda se une exclusivamente a su correspondiente 
fragmento de amplificación, emitiendo fluorescencia en un canal de lectura diferente. Los 
mencionados alineamientos también se emplearon para confirmar que la sonda del BKPyV era 
capaz de unirse a todas las secuencias del BKPyV y a ninguna de las del JCPyV y a la inversa para 
la sonda del JCPyV. 
Con el fin de cuantificar los genomas del BKPyV y del JCPyV, se generaron plásmidos que 
contenían las secuencias homólogas a los cebadores. Asimismo, el plásmido del BKPyV, 
internamente a dichas secuencias, contiene las secuencias homólogas a la sonda del BKPyV y el 
plásmido del JCPyV, las secuencias homólogas a su correspondiente sonda. El diseño del plásmido 
del control interno se tomó de la PCR convencional para el BKPyV y el JCPyV previamente 
mencionada [Fedele et al., 2000].    
La eficiencia y la variabilidad intra e interensayo de las curvas patrón empleadas en la 
cuantificación se valoraron al analizar por triplicado las diluciones comprendidas entre 10
7
 a 10 





copias de ambos plásmidos, en tres días consecutivos, obteniéndose resultados óptimos. Los 
ensayos demostraron ser lineales entre los límites de la curva patrón, es decir, entre 10
7
 y 10 copias 
por reacción. Además, el límite de detección, tanto para el plásmido del BKPyV como para el del 
JCPyV, se fijó en diez copias ya que era la mínima cantidad de ambos plásmidos que pudo 
detectarse, de forma consistente, en todos los ensayos.  Estos datos concuerdan con los resultados 
obtenidos para otra PCR a tiempo real capaz de cuantificar de forma específica ambos virus 
[Palmieri et al., 2010] y mejoran los conseguidos para la única técnica de estas características con 
control interno. En dicho método el límite de detección para el BKPyV se fijó en 50 copias 
[Dumonceaux et al., 2008]. De hecho, parece que la inclusión de un control interno puede 
disminuir la sensibilidad de los ensayos de PCR a tiempo real [Espy et al., 2006]. Sin embargo, 
nuestra técnica demostró una sensibilidad máxima para ambos virus, lo cual puede deberse a que 
no precisa de la inclusión de varias parejas de cebadores y, así, se evitan interacciones no deseadas. 
Asimismo, se demostró de forma empírica que cada sonda detectaba de forma específica su 
correspondiente plásmido al analizar por separado cada uno de los plásmidos (BKPyV y 
alternativamente JCPyV) en ensayos múltiples que incluían todas las sondas y obtenerse señal, 
únicamente, en el canal esperado. 
Una vez validadas las curvas patrón, el método desarrollado se sometió a un análisis de control de 
calidad mediante un panel correspondiente a un ensayo intralaboratorio internacional para el 
diagnóstico molecular del BKPyV y del JCPyV del año 2010 (Quality Control for Molecular 
Diagnostics, QCMD2010). Dicho control de calidad está organizado por las Sociedades Europeas 
de Virología Clínica y de Microbiología Clínica y Enfermedades Infecciosas y goza de prestigio 
internacional.  
De acuerdo al informe oficial emitido por los organizadores, los resultados cualitativos del análisis 
fueron “muy satisfactorios”, para ambos virus, ya que, en todas las muestras, la técnica fue capaz 
de detectar de forma específica tanto el BKPyV como el JCPyV. Por su parte, los resultados 
cuantitativos fueron “muy satisfactorios” para el BKPyV ya que los valores de carga viral 
obtenidos, para todas las muestras, mediante la PCR a tiempo real, se encontraban entre la media 
determinada por el control de calidad y una desviación estándar. Asimismo, los resultados 
cuantitativos fueron “satisfactorios” para el JCPyV ya que los datos de cuantificación obtenidos 
mediante la PCR a tiempo real se situaban entre una y dos desviaciones estándar respecto de la 
media del control de calidad para todas las muestras menos dos.   
Gracias a la evaluación llevada a cabo mediante el citado control de calidad, la sensibilidad con 
muestras de la PCR a tiempo real se fijó en 100 copias/ml para el BKPyV y en 264 copias/ml para 





el JCPyV. Dichas concentraciones fueron las cargas virales más bajas que se tiene certeza que se 
pueden detectar por estar presentes en muestras del control de calidad.  
La variabilidad intra e interensayo de la PCR a tiempo real se valoró con dos muestras de sangre 
positivas al BKPyV y dos LCR positivos al JCPyV cuyo ADN se extrajo en cuatro días diferentes. 
La carga viral del ADN extraído en un mismo día o en días diferentes y de sus réplicas se 
cuantificó, en cuatro días consecutivos. Para el BKPyV y el JCPyV, se obtuvieron valores máximos 
del coeficiente de variación intraensayo del 17,5% y del 21,2%, respectivamente, y del coeficiente 
de variación interensayo, del 22,9% y del 21,7%, respectivamente.  
Una de las principales aplicaciones de la cuantificación de los poliomavirus humanos, es la 
monitorización de la carga viral del BKPyV en trasplantados renales con NAPV [Bechert et al., 
2010; Hirsch et al., 2005]. Para poder considerar, adecuadamente, si existe variación real entre 
estimaciones de la carga viral del BKPyV, en muestras tomadas en diferentes momentos 
temporales para un mismo paciente, es imprescindible tener en cuenta la variabilidad intra e 
interensayo y los intervalos de confianza. Sin embargo, con respecto a las técnicas capaces de 
cuantificar BKPyV y JCPyV de forma específica y simultánea, sólo en la PCR descrita por 
Funahashi y colaboradores se ha estimado el valor de la reproducibilidad intra e interensayo con 
muestras clínicas [Funahashi et al., 2010] y ese mismo dato suele estar ausente de la información 
proporcionada por los métodos comerciales [Rubio et al., 2010]. 
Existe, además, otra limitación a la cuantificación absoluta de la carga viral de los poliomavirus 
humanos y es la ausencia de patrones universales de concentración conocida [Bechert et al., 2010]. 
Actualmente, la carga viral del BKPyV y del JCPyV se determina por comparación con curvas 
patrón generadas mediante diluciones de plásmidos. Mientras que los plásmidos no se someten al 
proceso de extracción de ADN, la eficiencia y reproducibilidad de la extracción del ADN de los 
poliomavirus humanos presentes en las muestras clínicas se ven comprometidas por la estructura 
superenrollada del genoma de los mismos y porque el virión es sumamente resistente [Imperiale, 
2007; Laghi et al., 2004; Weil and Vinograd, 1963]. Por todo lo anterior, los datos referentes a la 
cuantificación del BKPyV y del JCPyV no son sino una aproximación sujeta a diversas fuentes de 
incertidumbre,  por lo que no pueden considerarse de forma absoluta hasta que no existan unos 
patrones oficiales cuya concentración se conozca. 
La PCR a tiempo real descrita, en el presente estudio, se sometió al análisis con muestras control 
que permitió comprobar que la técnica detecta, específicamente, los poliomavirus BKPyV y 
JCPyV, y no otros virus.  Se demostró que  con  muestras clínicas que contenían virus relacionados 
filogenéticamente, como los papilomavirus humanos, u otros virus asociados a pacientes 
inmunodeprimidos, como los herpes o los enterovirus humanos, no se obtenía amplificación. Las 





muestras provenientes de individuos inmunocompetentes sin sospecha de infección por 
poliomavirus humanos también resultaron negativas. 
La presente técnica se validó, asimismo, con un panel muy completo de muestras clínicas de 
pacientes con diferentes patologías asociadas a la infección por poliomavirus humanos. En 
concreto, se analizaron sangres y orinas de trasplantados renales con sospecha de NAPV y LCRs de 
pacientes con sospecha de LMP incluyendo pacientes VIH-positivos, pacientes con esclerosis 
múltiple en tratamiento con natalizumab y pacientes VIH-negativos. Para nuestro conocimiento, 
ninguna de las PCR a tiempo real múltiplex para el BKPyV y el JCPyV descritas ha sido evaluada 
con un panel tan completo.  
A través del análisis con las muestras clínicas, la PCR a tiempo real demostró ser eficiente, 
específica y, en general, más sensible que la técnica convencional. Todas las muestras positivas se 
confirmaron mediante la PCR a tiempo real pero, además, se detectaron muestras positivas 
adicionales que incluían sangres de trasplantados renales y LCRs pertenecientes a pacientes VIH-
positivos y a pacientes con esclerosis múltiple tratados con natalizumab. 
La detección de diez nuevas muestras de sangre positivas al BKPyV provenientes de cinco 
trasplantados renales permitió una aproximación  más precisa a la evolución de la presencia del 
BKPyV en la sangre de dichos pacientes. En los cinco pacientes, se comprobó que el periodo de 
viremia era más largo de lo que previamente parecía y, en dos de los mismos, se logró una 
detección precoz de la presencia del BKPyV en sangre.  
De haberse tratado de un estudio prospectivo, estos datos podrían haber servido para mejorar la 
toma de decisiones en el manejo de los pacientes por parte de los clínicos. En el periodo de cribado 
de la NAPV, una pronta identificación de la presencia del BKPyV en sangre es fundamental para 
llevar a cabo una intervención terapética adecuada que evite el rechazo del órgano trasplantado, ya 
que la viremia predice el deterioro renal [Hirsch et al., 2002; Nickeleit et al., 2000; Ramos et al., 
2009]. Asimismo, una vez que la NAPV comienza a ser tratada, es importante saber con certeza si 
el BKPyV, realmente, ha desaparecido de la sangre, ya que uno de los criterios para determinar que 
la patología se ha resuelto es el resultado negativo de la PCR del BKPyV en sangre [Hirsch et al., 
2005; Ramos et al., 2009].  
Por otro lado, en diez muestras de orina provenientes de trasplantados renales, en las que, 
previamente  mediante PCR convencional se había detectado coinfección de BKPyV y JCPyV, sólo 
se identificó infección debida a uno de los dos virus. No se puede descartar que se tratara de falsos 
dobles positivos de la PCR convencional ya que, aunque ambas técnicas comparten cebadores, la 
PCR a tiempo real, al emplear sondas para discriminar ambos virus, es más específica [Espy et al., 
2006]. Este fenómeno de falsos dobles positivos ha sido observado previamente por Dumonceaux y 





colaboradores al describir otra PCR a tiempo real múltiple para el BKPyV y el JCPyV 
[Dumonceaux et al., 2008]. Por otra parte, el único caso de coinfección en sangre observado en 
nuestro estudio se confirmó mediante la PCR a tiempo real. 
Gracias a la mayor sensibilidad de la técnica desarrollada, también, se pudieron identificar cinco 
nuevos casos de infección neurológica debida a poliomavirus humanos, cuatro de los mismos 
asociados al JCPyV y el restante, al BKPyV.  Todos los casos de pacientes en tratamiento con 
natalizumab se detectaron únicamente mediante PCR a tiempo real. En estos pacientes, se 
detectaron cargas virales muy bajas y menores de 500 copias/ml corroborando los valores 
obtenidos por Clifford y colaboradores [Clifford et al., 2010]. Las bajas cargas virales detectadas 
ponen de manifiesto la gran sensibilidad de la técnica desarrollada y la importancia de disponer de 
técnicas muy sensibles en el diagnóstico de este tipo de infecciones. 
Por primera vez, se han proporcionado datos sobre la cuantificación del BKPyV en el LCR de ocho 
de los 20 pacientes neurológicos, observándose una  mediana de la carga viral en torno a las 9 x 10
3
 
copias/ml, con un rango aproximado entre 6 x 10
2
 y 2 x 10
6
 copias/ml.  
La carga viral del JCPyV en el LCR de pacientes con sospecha de LMP incluyendo pacientes VIH-
positivos, VIH-negativos y pacientes tratados con natalizumab,  presentó un valor de la mediana de 
10
5
 copias/ml con un rango de entre 2 x 10
2
 y 6 x 10
6
 copias/ml. Parece, por tanto, que existe una 
tendencia a que la carga viral del JCPyV en LCR sea mayor que la del BKPyV pero las diferencias 
no son estadísticamente significativas. Por otra parte, es difícil conocer la significación biológica 
de las diferencias en la carga viral entre ambos virus presentes en el LCR de pacientes 
neurológicos; ya que el JCPyV es un virus eminentemente neurotrópico y adaptado a replicar en 
células gliales [Major et al., 1985; White et al., 2009] y el BKPyV presenta un tropismo más 
marcado por el tracto urogenital [Doerries, 2006; Shinohara et al., 1993].  
Finalmente, dado que entre las muestras clínicas analizadas existían muestras positivas a todos los 
subtipos del BKPyV (I-IV), se demostró, empíricamente, que la presente técnica es capaz de 
detectar y cuantificar todos los subtipos del BKPyV. En el caso del JCPyV, sólo se conocía el 
subtipo de las cepas incluídas en el panel del control de calidad (1A). Por ello, la capacidad de la 
técnica para detectar todos los subtipos disponibles de dicho virus se validó de forma teórica 
alineando los cebadores y las sondas con 280 secuencias del genoma completo de todos los 
subtipos del JCPyV (1-8) que se obtuvieron de GenBank. Se observó que tantos los cebadoras 
como las sondas eran perfectamente complementarios al 93,2% de las secuencias, las cuales 
pertenecían a todos los subtipos conocidos del JCPyV. No se detectaron desapareamientos 
importantes que afectaran al extremo 3’. La presente técnica es la primera PCR a tiempo real 





múltiple para el BKPyV y el JCPyV que demuestra su capacidad para detectar todos los subtipos 
conocidos de ambos poliomavirus. 
Por todo lo anterior, se puede afirmar que el método aquí descrito ha sido validado de forma 
inusualmente exhaustiva. Debido a los resultados positivos de la evaluación, a comienzos del año 
2011, la técnica se incorporó a la cartera de servicios del CNM. La PCR a tiempo real desarrollada 
sustituyó a la PCR convencional múltiple que se empleaba previamente, suponiendo una mejora en 
el servicio al Sistema Nacional de Salud.  
Por otro lado, debido a la escasez de casos de infección neurológica por el BKPyV descritos, al 
comenzar este trabajo de tesis doctoral, no se disponía de apenas datos que pudieran ayudar a 
esclarecer si existen determinantes patogénicos que doten a las cepas neurológicas de una especial 
capacidad para invadir el SNC.  
La única información disponible, al respecto, procedía de dos estudios independientes cada uno de 
los cuales describía un caso de un paciente inmunodeprimido con meningoencefalitis y NAPV 
asociadas a la infección por el BKPyV. Uno de dichos pacientes era un enfermo de leucemia en 
tratamiento con corticoides y el otro padecía SIDA. En ambos estudios, se detectaron cepas 
reorganizadas del BKPyV, exclusivamente en el líquido cefalorraquídeo y  tejidos del SNC, 
mientras que aquellas detectadas en la orina y los linfocitos de la sangre periférica presentaban una 
conformación arquetípica [Jorgensen et al., 2003; Stoner et al., 2002].  
Por ello, la existencia de reorganizaciones en la región reguladora se relacionó con que las cepas 
poseedoras de las mismas estuviesen más adaptadas al SNC y diesen lugar a patologías 
neurológicas [Jorgensen et al., 2003; Lopes da Silva, 2011b]. En el contexto de la NAPV, la 
enfermedad más comúnmente asociada al BKPyV, las reorganizaciones en la región reguladora del 
BKPyV se han relacionado con una mayor expresión de los genes tempranos así como con una 
mayor capacidad replicativa y citopática [Gosert et al., 2008].  
Además, en el caso del JCPyV, previamente al desarrollo de la presente tesis, ya se conocían 
determinantes patogénicos presentes en el genoma del mismo. Las reorganizaciones en la región 
reguladora parecen determinar el neurotropismo de determinadas cepas que invaden el SNC y dan 
lugar a LMP [Marshall and Major, 2010; White and Khalili, 2011]. Esta capacidad neurotrópica 
podría deberse a la mayor capacidad replicativa y de expresión de los genes tempranos observadas 
en dichas variantes reorganizadas [Gosert et al., 2010].  
Asimismo, se han detectado cambios aminoacídicos en la proteína VP1 específicos de los pacientes 
con LMP. Dichos cambios  se han relacionado con una mayor capacidad patogénica del virus al 





eliminarse la unión del mismo a los receptores de las células periféricas del hospedador [Gorelik et 
al., 2011]. 
Por todo ello, se planteó el objetivo de caracterizar las variantes neurológicas del BKPyV con 
respecto a la posible existencia de determinantes patogénicos presentes en la proteína VP1 y/o en la 
región reguladora semejantes a los del JCPyV. 
En nuestro estudio, se logró determinar la secuencia de la región reguladora del BKPyV en el LCR 
de los 20 pacientes neurológicos, la cual se comparó con la secuencia obtenida en trasplantados 
renales, trasplantados de médula ósea y embarazadas, con el fin de evaluar si  existen cepas 
neurotrópicas del BKPyV caracterizadas por la presencia de reorganizaciones en la región 
reguladora. 
En el LCR de seis pacientes neurológicos, entre los que se incluían los pacientes VIH-positivos 
PN5 (RRA), PN11 (RRC), PN12 (RRD), PN17 (RRE) y PN20 (RRF) y el paciente 
inmunodeprimido y VIH-negativo PN7 (RRB) se detectaron variantes reorganizadas (RRA-RRF) 
(Tabla 7.1.). Las variantes reorganizadas RRA (OPQRΔS), RRB (OΔPΔQRΔS), RRF 
(OPQRΔSΔ)  mostraron una conformación linear, aunque con deleciones de uno o más bloques, 
mientras que las variantes RRC (OPQRPQRS), RRD (OPPQRS) y RRE (OPQPQRS) presentaban 
una conformación no linear debido a la presencia de deleciones y a duplicaciones de parte de los 
bloques o de bloques enteros.  
El resto de variantes reorganizadas se identificaron en el grupo de los trasplantados renales (RRG-
RRM) y en una trasplantada de médula ósea (RRL). Curiosamente, las variantes RRI y RRJ, 
presentes en la sangre de dos trasplantados diferentes mostraron idéntica secuencia, caracterizada 
por poseer una deleción de los nucleótidos 32-49 del bloque P, a excepción de una mutación 
puntual. Olsen y colaboradores analizaron esta variante en células Vero demostrando que la 
expresión de las proteínas de la misma es similar a la de WW. En dicho estudio, la citada variante 
también fue detectada en dos trasplantados renales diferentes. Carr y colegas la identificaron en un 
trasplantado de médula ósea [Carr et al., 2006; Olsen et al., 2009].  
En el LCR de los 14 restantes pacientes neurológicos, se identificó la cepa arquetípica la cual fue, 
asimismo, la más frecuente en el resto de pacientes y controles. Las diferentes cepas arquetípicas se 
clasificaron en 17 variantes diferentes (WWM-WW17), en función de las mutaciones puntuales 
observadas con respecto a la cepa de referencia WW [Moens and Van Ghelue, 2005].  
Las variantes WWM a WWM7 se detectaron tanto en el LCR de pacientes neurológicos como en 
muestras de otros pacientes, a excepción de las variantes WWM5, WWM7 y WWM4, las cuales se 
identificaron, exclusivamente, en el LCR de PN13, PN18 y en el suero de PN5, respectivamente. 





La variante WWM fue la más común en todos los grupos de pacientes y se detectó en el LCR de 
nueve pacientes neurológicos. 
En el grupo de las embarazadas, sólo se identificó la variante WWM17, hallazgo que confirma 
estudios previos en los que se ha visto que la única cepa que se excreta en la orina de las 
embarazadas sanas es la arquetípica [Bhattacharjee and Chakraborty, 2004; Chang et al., 1996b; 
Markowitz et al., 1991]. Teniendo en cuenta que dicha variante había sido previamente identificada 
en la orina de un grupo de pacientes de Tromsø (Noruega) y que las embarazadas de este estudio 
también proceden de Noruega, en concreto de Tromsø y Stavanger, se podría pensar que WWM17 
circula en las mencionadas poblaciones noruegas. 
Dado que en el LCR de la mayoría de los pacientes neurológicos (14 de 20) se identificaron 
variantes arquetípicas,  parece que la presencia de reorganizaciones en la región reguladora no es 
un prerrequisito para la replicación del BKPyV en el SNC y el desarrollo de patología neurológica. 
Asimismo, la anatomía de la región reguladora de las variantes reorganizadas observadas en los 
pacientes neurológicos (RRA a RRF) es similar a la de otras cepas previamente publicadas 
detectadas en muestras no procedentes del SNC [Boldorini et al., 2005a; Broekema et al., 2010; 
Carr et al., 2006; Chen et al., 2001; Degener et al., 1999; Gosert et al., 2008; Li et al., 2002; 
Negrini et al., 1991; Olsen et al., 2006; Perets et al., 2009; Pietropaolo et al., 1998a; Stoner et al., 
2002; Sugimoto et al., 1989; Sundsfjord et al., 1990; Takasaka et al., 2004; Vera-Sempere et al., 
2006; Vera-Sempere et al., 2005; Yogo et al., 2008a]. Finalmente, aunque las reorganizaciones 
parece ser más frecuente en los pacientes neurológicos (30%) que en los trasplantados (16%) y que 
en las embarazadas (0), las diferencias no son significativas. 
Estos resultados contradicen lo propuesto para los dos pacientes neurológicos con variantes 
reorganizadas en SNC previamente descritos,  para los que se había planteado una implicación de 
las variantes reorganizadas en el inicio de la patología neurológica [Jorgensen et al., 2003; Stoner 
et al., 2002]. Tampoco coinciden con lo observado para la patogenia de la LMP, en la que cepas del 
JCPyV con conformación reorganizada parecen ser determinantes en el desarrollo de la enfermedad 
[Marshall and Major, 2010; Vaz et al., 2000; White and Khalili, 2011]. 
Sin embargo, las conclusiones de nuestro estudio sí son similares a las obtenidas en trabajos 
previos para otras patologías asociadas al BKPyV, como la NAPV y la cistitis hemorrágica 
[Anzivino et al., 2011; Boldorini et al., 2009a; Boldorini et al., 2005b; Carr et al., 2006; Olsen et 
al., 2006; Randhawa et al., 2003; Sharma et al., 2007]. Aunque, en algunos de los pacientes se 
detectaron formas reorganizadas, la mayor parte de los mismos presentaban variantes arquetípicas 
del BKPyV. Asimismo, las formas reorganizadas no se identificaron exclusivamente en 
condiciones patológicas sino que también estaban presentes en los controles incluídos en los 





mencionados estudios [Boldorini et al., 2009a; Carr et al., 2006; Olsen et al., 2006; Sharma et al., 
2007].  
Por otra parte, para los pacientes neurológicos PN5, PN17, PN20 en los que se identificaron las 
variantes reorganizadas RRA, RRE y RRF,  respectivamente, se disponía de varias muestras de 
LCR de seguimiento. En todos ellos, se vio persistencia en SNC de las respectivas variantes 
reorganizadas de entre una semana (RRE) y algo más de un mes (RRA). 
Además, para siete pacientes neurológicos, se contaba con muestras de suero tomadas en la misma 
fecha que las correspondientes muestras de LCR positivas. En cinco de estos pacientes (PN3, PN6, 
PN9, PN13, PN17) no se logró amplificar el BKPyV en suero mientras que en los dos pacientes 
restantes (PN5, PN8) se identificaron formas arquetípicas cuya secuencia difería de la detectada en 
LCR. En la paciente PN13, una niña trasplantada de médula ósea, el suero pareado al 
correspondiente LCR positivo al BKPyV resultó negativo. Sin embargo, el BKPyV se logró 
amplificar a partir dos muestras de suero posteriores, mostrando, en ambos casos, conformación 
arquetípica e idéntica secuencia. Como en los casos anteriores, la secuencia identificada en el LCR 
de PN13 difería de la detectada en suero. No se logró detectar ADN del BKPyV en suero el único 
paciente (PN9) para el que se disponían de muestras de suero tomadas previamente al 
correspondiente LCR positivo. 
A tenor de estos resultados, parece poco probable que el tropismo del BKPyV en la infección 
neurológica sea similar al observado para el JCPyV en la LMP. En los pacientes con LMP asociada 
a la infección por el JCPyV, se observan formas reorganizadas, en los linfocitos de sangre 
periférica, las cuales están asociadas al desarrollo de LMP en dichos pacientes [Delbue et al., 
2005b; Marzocchetti et al., 2008]. Estas células no sólo están implicadas en la latencia del virus 
sino que permiten al JCPyV circular por el cuerpo y llegar al cerebro [Dolei et al., 2000; Dorries et 
al., 1994; White and Khalili, 2011]. En pacientes con LMP, las secuencias de la región reguladora, 
en muestras simultáneas de LCR y suero, son muy similares presentando reorganizaciones, en 
ambos casos, y observándose un incremento de las mismas en el tránsito del virus del plasma al 
LCR [Delbue et al., 2005b; Gosert et al., 2010].  
Con respecto al BKPyV, como se ha explicado anteriormente, en la mayor parte de los casos, es 
indetectable en el suero de los pacientes neurológicos, a pesar de estar presente en muestras de 
LCR tomadas en la misma fecha o en fechas posteriores. Además, en aquellos sueros que eran 
positivos al BKPyV, se observaron cepas arquetípicas del BKPyV cuya secuencia difiere de 
aquellas identificadas en LCR. Por tanto, no parece probable que variantes del BKPyV presentes en 
el plasma de los pacientes neurológicos hayan atravesado la barrera hematoencefálica dando lugar 
a patología neurológica.  





Por supuesto, no se puede descartar que el BKPyV haya llegado al SNC por vía hemática para, 
posteriormente, desaparecer del suero y que las secuencias discordantes entre LCR y suero se 
deban a una adaptación del virus a los genes específicos del SNC. Bien es cierto que, en la única 
paciente para la que se disponía de muestras de suero previas a la identificación del BKPyV en 
LCR, no se observó la presencia del virus en dicho fluido. 
Existen diferencias significativas en la región reguladora del BKPyV y el JCPyV que podrían 
determinar el diferente tropismo de ambos virus. En el caso del JCPyV, la duplicación del elemento 
de 98 pares de bases presente en la cepa Mad-1, variante reorganizada prototípica, determina, al 
menos, en parte el tropismo del virus por las células gliales y la restricción de la replicación a 
astrocitos y oligodendrocitos [Kenney et al., 1984; White et al., 2009]. Existen factores de 
transcripción que activan positivamente la transcripción del virus en células gliales, como NF-1X y 
Tst-1, y factores que reprimen la transcripción del virus en células no gliales [Beggs et al., 1988; 
Sumner et al., 1996; Wegner et al., 1993]. Sin embargo, no está claro que un elemento equivalente 
esté presente en el BKPyV.  
Una explicación más plausible para la infección neurológica debida al BKPyV en los pacientes de 
nuestro estudio sería una reactivación local del BKPyV latente en el cerebro de los mencionados 
pacientes. Dicha reactivación podría tener lugar de forma independiente a la reactivación a nivel 
renal, lo cual explicaría el porqué de la no coexistencia del virus en suero y LCR o la diferencia 
entre las secuencias detectadas en ambos compartimentos para aquellos pacientes en los que se ha 
observado infección simultánea de LCR y suero. La latencia del BKPyV es controvertida pero 
existen estudios que demuestran que el BKPyV sí está presente en el cerebro de individuos sanos 
[Elsner and Dorries, 1992; Pietropaolo et al., 2003].  
En cualquier caso, la información obtenida en el presente estudio no es suficiente para concluir que 
el BKPyV se haya reactivado en SNC de forma independiente a otros sitios de latencia y estudios 
complementarios serían necesarios para esclarecer el mecanismo de patogenia del virus. 
Con respecto a la proteína VP1 del BKPyV presente en el SNC de pacientes neurológicos, 
previamente a nuestro estudio, sólo se conocía una parte de la secuencia de la misma (nucleótidos 
1657 al 2019) obtenida a partir de un único paciente con leucemia y sometido a tratamiento con 
quimioterapia [Stoner et al., 2002]. En este trabajo de tesis doctoral, se ha presentado la secuencia 
completa de la proteína VP1 del BKPyV identificada en el LCR de 14 de los 20 pacientes 
neurológicos. Además, con el objeto de determinar si existen variantes neurotrópicas caracterizadas 
por pertenecer a un subtipo determinado del BKPyV o por poseer cambios aminoacídicos 
específicos en VP1, se compararon las secuencias obtenidas en los pacientes neurológicos con otras 
de trasplantados renales, trasplantados de médula ósea y  embarazadas sanas.  





El resultado de nuestro análisis fue que la distribución coincide con la observada en trabajos 
anteriores para la población general, incluyendo individuos inmunocompetentes, trasplantados 
renales con y sin NAPV y trasplantados de médula ósea con y sin CH  [Baksh et al., 2001; Carr et 
al., 2006; Ikegaya et al., 2006; Jin et al., 1995; Krumbholz et al., 2006; Takasaka et al., 2004; Yogo 
et al., 2007; Zheng et al., 2007; Zhong et al., 2007a]. El subtipo I fue el más prevalente en todos los 
grupos de pacientes e individuos sanos, constituyendo el 93% del total. Dicho subtipo se detectó en 
los todos los pacientes neurológicos  y, solamente, en el paciente neurológico 5, se identificó, 
además, el subtipo II en una muestra de LCR previa.  
El subtipo II también se observó en diversas muestras de orina y sangre de una paciente 
trasplantada de médula ósea. Los subtipos III y IV se identificaron en la orina de una trasplantada 
de médula ósea y en la sangre de dos trasplantados renales, respectivamente. La variabilidad en la 
distribución de los subtipos podría verse afectada por la diferente capacidad replicativa asociada a 
los mismos. En células humanas del epitelio renal, el subtipo I crece más eficientemente que el IV 
y, en células Vero, el subtipo III presenta una eficiencia replicativa menor a las del resto de los 
subtipos [Nukuzuma et al., 2006; Tremolada et al., 2010c].  
La conclusión del análisis de distribución de los subtipos del BKPyV en diversas patologías 
asociadas es que no existe un subtipo específico de la enfermedad neurológica ni de ningún otro 
tipo de patología. 
Como se ha dicho anteriormente, en el paciente PN5, se identificó un cambio del subtipo II, 
detectado en el primero de los LCRs pertenecientes a dicho paciente, al I identificado en el 
segundo. Asimismo, una trasplantada de médula ósea  en la que se detectó el subtipo III en dos 
muestras de orina poseía el subtipo I en sangre. Este fenómeno de inestabilidad genómica en la 
proteína VP1 del BKPyV ya fue descrito por Randhawa en un trasplantado renal. Sucesivas 
biopsias renales, en el mencionado paciente, mostraron como el subtipo I, primeramente 
identificado, se convertía en el subtipo IV tras sufrir diversos cambios en las biopsias intermedias 
[Randhawa et al., 2002]. La existencia frecuente de cuasiespecies de VP1 identificadas en un 
mismo individuo ha sido documentada por Luo y colaboradores, incluso en individuos sanos con 
viruria [Luo et al., 2012].  
Tras obtener la secuencia completa de VP1 en los grupos de pacientes, así como, en el grupo de las 
mujeres embarazadas, también se analizaron los cambios aminoacídicos observados en el grupo de 
pacientes neurológicos con respecto a los controles. En total, se identificaron 17 variantes 
diferentes, en función de las sustituciones aminoacídicas respecto de la cepa de referencia, para la 
que se tomó la forma WW excepto por el residuo K73 que se sustituyó por E73 por ser el más 
común en el resto de cepas del BKPyV.   





La variante de referencia fue la forma predominante en los pacientes neurológicos ya que se 
identificó en el LCR de 12 de los 14 casos neurológicos. En el LCR de los dos pacientes restantes 
se identificaron las variantes 3 (PN16) y 4 (PN18) y, en el paciente neurológico 5, además de la 
cepa de referencia, se detectó la variante 1 en una muestra de LCR previa. Las variantes 1 y 4 se 
identificaron, además, en la sangre y orina de un trasplantado de médula ósea y en la orina de una 
embarazada, respectivamente. Por su parte, el patrón de mutaciones de la variante 3, así como las 
mutaciones puntuales E82Q y P18L sí resultaron exclusivas del grupo de pacientes neurológicos, 
pero cada una de las mismas se encontraba restringida a un único paciente. La mutación P18L ha 
sido descrita por primera vez en el presente estudio.  
Hay que tener en cuenta que la variante de referencia fue la más común en el LCR de los pacientes 
neurológicos. Además, algunas variantes identificadas en el grupo de los pacientes neurológicos se 
detectaron en otros grupos de pacientes e incluso en el grupo de las embarazadas.  Finalmente, 
aunque existen cambios aminoácidos específicos de este grupo no están presentes en todos los 
pacientes. Por todo ello, parece que las sustituciones de aminoácidos en VP1 no son una condición 
sine qua non para el desarrollo de patología neurológica asociada al BKPyV.  
La ausencia de correlación entre la presencia de cambios aminoacídicos específicos en la proteína 
VP1 y el desarrollo de patología neurológica asociada al BKPyV, sugiere que, al igual que en el 
caso de la región reguladora, la patogenia del virus BK es diferente a la del JCPyV.  
Para  el  JCPyV, se ha demostrado que existen sustituciones aminoacídicas en los bucles externos 
BC, DE y HI específicas de los pacientes con LMP y que aparecen en el LCR y el plasma de los 
mismos pero no en la orina. Además, dichas sustituciones no están presentes en  los controles sanos 
[Gorelik et al., 2011; Sunyaev et al., 2009; Zheng et al., 2005a; Zheng et al., 2005b].  Las 
mencionadas mutaciones determinan cambios en la unión al ácido siálico de los receptores 
celulares, de forma que se anula el reconocimiento del virus por las células periféricas y se 
favorece su llegada al SNC [Gorelik et al., 2011; Sunyaev et al., 2009].  
Con respecto al BKPyV, para dos pacientes (PN5 y PN8), se disponía de suero pareado al 
correspondiente LCR positivo. La proteína VP1 se logró amplificar en el suero de uno de los 
mismos, en el cual se identificó la variante 2, mientras, en el correspondiente LCR, estaba presente 
la variante de referencia.  
Por ello, dado que no se observan mutaciones en la proteína VP1 del BKPyV específicas de los 
pacientes neurológicos y, teniendo en cuenta que se detectan secuencias diferentes en LCR y suero, 
parece que, al contrario de lo que ocurre para el JCPyV, no existe una diseminación vía hemática 
hacia el SNC. Por supuesto, como en el caso de la región reguladora, los datos aportados por el 
presente estudio no son suficientes para concluir que la cepa del BKPyV que ha dado lugar a la 





patología neurológica no haya migrado de la sangre al SNC. No se puede descartar que, una vez en 
el SNC, la variante presente en sangre haya sido sustituída por una cepa con una secuencia 
diferente fruto de la adaptación a los genes específicos de ese tejido.  
Determinados cambios aminoacídicos en la proteína VP1 del BKPyV observados en los pacientes 
neurológicos merecen una mención especial. Es el caso de la mutación detectada en el codón del 
aminoácido R349 que da lugar a un codón de parada en la proteína VP1 detectada en el suero de 
PN8. Dicha mutación está ausente de la secuencia de VP1 detectada en el LCR de ese mismo 
paciente y, por lo tanto, se supone que la proteína resultante estaría completa. Como el análisis 
mediante PCR y secuenciación sólo revela la secuencia de las formas predominantes, se presume 
que la variante del BKPyV con la proteína VP1 truncada es la mayoritaria en el suero del PN8. Las 
técnicas de clonaje de todas las cuasiespecies presentes en dicho suero habrían mostrado si 
coexisten variantes defectivas con la proteína VP1 truncada con otras con la proteína VP1 completa 
que permitan el empaquetamiento de las primeras y, por tanto, que sean infectivas.  
También son reseñables las mutaciones E82D y H139N presentes en los bucle BC y DE de VP1, 
respectivamente, y detectadas en la proteína VP1 el LCR del PN5. Dichos cambios aminoacídicos  
también se han identificado en la sangre de dos de los 15 trasplantados renales y en dos de los seis 
trasplantados de médula ósea incluídos en este estudio. Esta doble mutación fue detectada por 
Krautkramer en la orina de un trasplantado renal [Krautkramer et al., 2009]. En nuestro estudio, 
sólo se ha observado en los pacientes con patología asociada a la infección por el BKPyV mientras 
que la mutación E82D en ausencia de H139N ha sido identificada en la orina de 4 de las 8 
embarazadas analizadas. La importancia para la patología del BKPyV de la combinación  E82D y 
H139N debería ser dilucidada. 
Finalmente, hay que destacar la doble mutación D75A/S77D  la cual fue observada en la cepa del 
subtipo II detectada en el LCR del PN5, así como, en cepas de los subtipos II y IV identificadas en 
una trasplantada de médula ósea con cistitis hemorrágica y en un trasplantado renal, 
respectivamente. Dugan y colaboradores crearon un mutante de la proteína VP1 con dicha 
sustitución y tras trasfectar células Vero con el mismo comprobaron que el mencionado mutante se 
propagaba in vitro como la variante silvestre [Dugan et al., 2007].  En nuestro estudio, se ha visto 
que las variantes del BKPyV portadoras de ese cambio son capaces de replicar in vivo en el 
contexto de diferentes patologías. 
Con respecto al resto de individuos incluídos en este estudio, se llegó a las mismas conclusiones 
que con los pacientes neurológicos. Pudieron identificarse mutaciones específicas de cada grupo de 
pacientes, como las mutaciones A265T y Q354T detectadas en la sangre de dos trasplantados 
renales y que no habían sido descritas en estudios previos, o como la variante 8 que fue detectada, 





exclusivamente, en dos trasplantados renales independientes y cuya influencia en la patogenia de la 
NAPV debería ser estudiada. Sin embargo estos cambios específicos  no se observaron en todos los 
individuos pertenecientes a un mismo grupo. Además, se identificaron cepas idénticas en pacientes 
con diferentes patologías así como en el grupo control no patológico. Todo ello sugiere que no 
existe una secuencia específica de la proteína VP1 del BKPyV que esté asociada con la aparición 
de una determinada enfermedad ni con el desarrollo de patología en general.  
Estos resultados confirmaron los obtenidos, en estudios previos, a partir del análisis de la secuencia 
de los bucles externos de la proteína VP1 del BKPyV, generalmente el bucle BC, en pacientes con 
nefropatía y lupus eritematoso [Baksh et al., 2001; Bendiksen et al., 2000; Boldorini et al., 2009b; 
Jin et al., 1995; Krautkramer et al., 2009; Tremolada et al., 2010a; Tremolada et al., 2010b]. La 
particularidad de nuestro estudio radica en que se ha analizado la proteína completa, en pacientes 
con diversas patologías asociadas a la infección por el BKPyV, así como, en individuos sanos. 
Previamente, sólo se tenían referencias de un estudio con la secuencia completa de la proteína VP1 
en la orina de trasplantados renales con y sin nefropatía [Tremolada et al., 2010b].   
El análisis de la proteína VP1 completa, en todos los pacientes y controles, permitió comprobar que 
las mutaciones observadas en nuestro estudio se restringían a 35 de los 362 aminoácidos totales, 18 
de los cuales están localizados en los bucles externos de VP1.  La distribución de las mutaciones en 
los mencionados aminoácidos no parece tener lugar al azar, sino que existen zonas con más 
frecuencia de sustituciones aminoacídicas que otras. Estos datos corroboran los obtenidos por 
Randhawa y colaboradores al analizar el bucle BC en biopsias renales procedentes de pacientes con 
NAPV [Randhawa et al., 2002].  
En concreto, el bucle BC contiene el 33,4% de las sustituciones a pesar de constituir el 9,1% del 
total de VP1. Por el contrario, el 17,1% de la proteína VP1 que se encuentra localizado en el bucle 
EF sólo presenta el 8,6% del total de mutaciones. Al comparar las frecuencias de mutaciones de 
todos los bucles externos de VP1, se observó que BC muestra una tendencia significativamente 
mayor a poseer mutaciones mientras que EF una tendencia significativamente menor. No se detectó 
ningún cambio aminoacídico en los bucles CD, GH y HI, sugiriendo la importancia de dichas 
regiones. Tremolada y colaboradores obtuvieron el mismo resultado al analizar los bucles externos 
de VP1 provenientes de la orina de trasplantados renales con y sin NAPV [Tremolada et al., 
2010b].  
En el presente trabajo, se ha visto que ni las reorganizaciones de la región reguladora ni los 
cambios aminoacídicos en la proteína VP1 parecen ser condiciones ni necesarias ni suficientes para 
determinar el neurotropismo del BKPyV. La secuenciación del genoma completo de las cepas del 
BKPyV detectadas en pacientes neurológicos podría arrojar luz sobre si existe algún otro 





determinante de neurotropismo que no se haya evaluado en este estudio. Sin embargo, sí se ha visto 
que los cambios genómicos tanto en la región reguladora como en VP1 podrían tener influencia en 
la patogenia del virus.  
En estudios previos, se ha demostrado que las reorganizaciones en  la región reguladora del 
BKPyV alteran la transcripción de los promotores temprano y tardío [Gosert et al., 2008; 
Markowitz et al., 1990; Moens et al., 1995]. En el caso de las variantes reorganizadas asociadas a la 
NAPV, se observó un incremento en la expresión de los genes tempranos [Gosert et al., 2008]. Sin 
embargo, hasta el presente estudio, no sé conocía la actividad de los promotores reorganizados 
pertenecientes a cepas del BKPyV detectadas en pacientes neurológicos. 
Para ello, tanto los promotores tempranos como los tardíos pertenecientes a la variable arquetípica 
WWM y a las variantes reorganizadas identificadas en pacientes neurológicos (RRA a RRF) se 
introdujeron en sendos plásmidos con actividad luciferasa. Se transfectaron células Vero con 
dichos plásmidos y la actividad luciferasa de los mismos se midió a las 24 horas postransfección. 
Dicha actividad luciferasa es proporcional a la actividad de los correspondientes promotores y, por 
lo tanto, se pudo comparar la actividad de los promotores reorganizados con los correspondientes 
promotores arquetípicos. Además de los mencionados promotores, se analizaron los promotores 
correspondientes a la variante Dunlop, la cual, habitualmente, se incluye en los estudios del 
poliomavirus BK y que, en nuestro estudio, sirvió como control positivo. 
Todas las variantes reorganizadas mostraron diferencias significativas en la actividad del promotor 
temprano con respecto al promotor arquetípico temprano siendo en todos los casos mayor, excepto 
en la forma RRA. Dicha variante presentó una actividad del promotor temprano que constituía el 
60% de la actividad del correspondiente promotor arquetípico. RRA se caracteriza por presentar la 
deleción en el bloque R correspondiente a los nucleótidos 22 al 30.  Mediante dicha deleción, se 
eliminan los posibles sitios de unión a diversos factores de transcripción aunque no se sabe si, 
realmente, esas uniones tienen lugar in vivo.  
Las variantes RRB y RRF al igual que RRA mantienen la arquitectura lineal OPQRS y presentan 
deleciones en el bloque R pero, además, poseen deleciones adicionales en otros bloques que pueden 
determinar las diferencias en la actividad del promotor temprano con RRA.  La actividad del 
promotor temprano en dichas variantes es mayor que la actividad del correspondiente promotor de 
la variante arquetípica, 5,5 veces para RRB y 2,5 veces para RRF. RRB presenta deleciones en los 
bloques O, P y R mientras que RRF posee deleciones en los bloques R y S.  
Las deleciones observadas en RRB no sólo eliminan sitios de unión a factores de transcripción sino 
que crean otros nuevos para E47 y HSF1, aunque se desconoce la importancia biológica de dichos 
sitios. La deleción en el bloque O de RRB es muy inusual. El bloque O suele mantenerse muy 





conservado ya que, además de contener el ORI, media la activación del promotor temprano del 
BKPyV mediante los factores de transcripción NF-κB y C/EBPβ  vía unión de citoquinas [Gorrill 
and Khalili, 2005; White et al., 2009]. Curiosamente, a pesar de que deleción O25-35 elimina el sitio 
de unión a NF-κB el cuál se encuentra situado en O25-34 , RRB presenta niveles altos de la actividad 
del promotor temprano [Gorrill and Khalili, 2005].  
Las variantes RRC, RRD y RRE al igual que la cepa Dunlop no conservan la conformación 
OPQRS sino que presentan duplicaciones y deleciones de los diferentes bloques, tales como la 
duplicación del bloque P que es común a todas ellas. De las mencionadas formas, Dunlop es la que 
presenta mayor actividad del promotor temprano con valores siete veces mayores que los de la 
variante arquetípica. Dunlop posee la estructura OPPPS lo que sugiere que la duplicación del 
bloque P y la deleción de los bloques Q y R incrementan la actividad del promotor temprano. A 
diferencia de Dunlop, las mencionadas variantes neurológicas reorganizadas retienen (RRD) o 
duplican de forma parcial o completa los bloques Q y R (RRC y RRE), lo que podría explicar que 
presenten menor actividad del promotor temprano que Dunlop. De hecho, el bloque R suele 
aparecer delecionado total o parcialmente en las variantes detectadas en muestras clínicas [Cubitt, 
2006]. Además, la duplicación del bloque P de Dunlop crea dos nuevos sitios de unión a AP1 en la 
unión entre bloques P que no están presentes en el promotor arquetípico ni en las citadas variantes 
reorganizadas. Los sitios de unión a AP1 activan el promotor temprano del BKPyV [Moens et al., 
1995].  
Para las variantes RRC, RRD y RRE, se observó una actividad de los genes tempranos entre 4,2 
(RRC) y 1,8 (RRD) veces mayor que la variante arquetípica. En la variante RRC se crea un nuevo 
sitio de unión al factor de transcripción Sp1 en la unión entre la duplicación parcial del bloque P y 
el bloque Q, mientras que, en la variante RRD, se crea un nuevo sitio de unión a NF-1 en la 
duplicación parcial del bloque P. En la variante arquetípica, se ha visto que estos sitios de unión a 
factores de transcripción son esenciales para la eficiente transcripción de los genes tempranos 
[Deyerle and Subramani, 1988]. Por ello, la creación de sitios de unión adicionales podría explicar 
la elevada actividad del promotor temprano observada en dichas variantes. 
Salvo la variante RRF, el resto de cepas reorganizadas mostraron diferencias significativas en la 
actividad del promotor tardío con respecto al promotor arquetípico, lo que demuestra que la 
deleción en el bloque R de RRF no afecta a la actividad del promotor tardío. De hecho, se sabe que 
en el bloque S exite un elemento de respuesta a hormonas esteroideas que es funcional y que activa 
la transcripción del promotor tardío [Moens et al., 1994; White et al., 2009] pero la deleción S1-6 
detectada en RRF no afecta a dicho elemento presente en S7-13. Las variantes RRA y Dunlop 
mostraron un 70% de la actividad de la variante arquetípica. En la deleción R22-30 de la variante 





RRA se eliminan múltiples sitios de unión a factores de transcripción que podrían influir en la 
actividad del promotor tardío.  
El resto de variantes de RRB a RRE presentaron unos valores de actividad del promotor tardío 
incrementados con respecto a la cepa arquetípica entre 1,3 (RRE) a 2,4 (RRC) veces. Se sabe que 
las reorganizaciones detectadas en las mencionadas variantes crean y eliminan posibles sitios de 
unión factores de transcripción, pero se desconoce el alcance biológico en la transcripción de los 
genes tardíos de dichos sitios.  
Gosert y colaboradores analizaron variantes reorganizadas identificadas en biopsias  provenientes 
de pacientes con PVAN. Algunas de dichas variantes presentaban ciertas similitudes con las 
analizadas en nuestro estudio. La variante de Gosert del (R8-18) es muy similar a nuestra RRA con 
la deleción R22-30, pero mientras que la primera mostró el doble de actividad en el promotor 
temprano que la forma arquetípica y sólo un 20% de actividad del promotor tardío arquetípico, la 
variante RRA presentó la actividad de ambos promotores disminuída con respecto al promotor 
arquetípico. Las diferencias entre ambas cepas pueden deberse a que la deleción R8-18 elimine sitios 
de unión a factores de transcripción que no se delecionan en R22-30 o los cree en la unión R7-19 
[Gosert et al., 2008].  
Nuestra variante RRF es similar a la forma del (13.8) detectada por Gosert y colaboradores ya que 
la primera presenta deleciones en R15-63  y en S1-6 y la segunda muestra deleciones en R4-63 y S1-23. 
Ambas formas coinciden en presentar la actividad del promotor incrementada con respecto a la 
variante arquetípica pero mientras que RRF muestra igual actividad del promotor tardío que la cepa 
arquetípica, la variante del (13.8) la presenta menor, lo cual puede deberse a la eliminación del 
elemento de respuesta a estrógenos en la segunda variante [Gosert et al., 2008]. 
Finalmente, RRD se parece a las formas ins (4.5), ins (7.3) e ins (1483.5) descritas por Gosert y 
colaboradores. RRD contiene una duplicación de los nucleótidos 18-50 del bloque P y las variantes 
de Gosert muestran duplicación parcial de P de los nucleótidos 16-68, 21-53 y 8-58, 
respectivamente. Todas estas formas muestran mayor actividad del promotor temprano que la 
forma arquetípica. Con respecto a la actividad del  promotor tardío, RRD mostró un incremento de 
la misma con respecto al correspondiente promotor de la forma arquetípica y las variantes 
analizadas por Gosert y colaboradores, una disminución [Gosert et al., 2008]. 
Las diferencias en la actividad de los promotores reorganizados tempranos y tardíos con respecto al 
promotor arquetípico que hemos observado en las variantes identificadas en pacientes 
neurológicos, también se han observado para las cepas reorganizadas del BKPyV detectadas en 
pacientes con NAPV y para las variantes reorganizadas del JCPyV identificadas en pacientes con 
LMP [Gosert et al., 2010; Gosert et al., 2008].  





Sin embargo, en el caso de las cepas del BKPyV ligadas a la nefropatía y de las del  JCPyV 
asociadas a la LMP, todos los promotores tempranos analizados mostraron una actividad 
incrementada mientras que la actividad de los promotores tardíos se veía disminuída con respecto a 
la forma arquetípica. Nuestras variantes reorganizadas evidenciaron, en general, mayor actividad de 
ambos promotores excepto RRF cuyo promotor tardío presentó una actividad semejante al 
promotor arquetípico y RRA con menor actividad de ambos promotores.  
Tal y como demostraron Gosert y colaboradores con respecto a la NAPV, las variantes 
reorganizadas emergen in vivo reemplazando a las formas arquetípicas en aquellos casos en los que 
presentan una ventaja selectiva determinada por una mayor capacidad de transcribir sus genes y de 
replicar su genoma [Gosert et al., 2008]. En dicho estudio, se observó un incremento de la carga del 
BKPyV en plasma asociado a la emergencia de formas reorganizadas del virus en dicho fluido, con 
concentraciones en plasma 20 veces mayores que en el caso de las formas arquetípicas [Gosert et 
al., 2008].  
Por ello, se analizaron las cargas virales de algunas de las variantes reorganizadas respecto de la 
forma arquetípica WWM en el LCR de los pacientes neurológicos (Tabla 7.1., Figura 7.1.). 
 
Figura 7.1.-Carga del BKPyV en el LCR de los pacientes neurológicos.  
Se muestran los valores de ADN del BKPyV cuantificados para cada variante en las muestras de LCR en las que ha sido 
identificada; n=número de muestras. 
 
Desafortunadamente, no se cuenta con datos de la carga del BKPyV en los LCR correspondientes a 
las variantes reorganizadas RRB, RRC y RRD ya que no quedaba suficiente material. Las variantes 





















(RRF) mayores que la forma arquetípica WWM. A pesar de las diferencias observadas, hay que 
tomar los resultados obtenidos con cautela, ya que no se tienen réplicas suficientes de cada variante 
para poder llevar a cabo el correspondiente estudio estadístico. La mayor carga viral de las 
variantes reorganizadas respecto de la forma arquetípica explicaría porque persisten en LCR, 
incluso en el caso de la forma RRA que reveló poseer menor actividad de los promotores temprano 
y tardío que la variante WWM. También se disponía de los valores de la carga viral de la cepa 
arquetípica WWM3 la cual sólo difiere de WWM en algunas mutaciones puntuales. A diferencia de 
las variantes reorganizadas, no se identificaron diferencias entre la carga viral de esta variante y la 
carga viral de la forma WW.  
Finalmente, en un estudio previo se habían encontrado indicios para pensar que los cambios 
aminoacídicos en la proteína VP1 del BKPyV detectados en biopsias renales de pacientes con 
nefropatía podían influir en la estructura de la proteína y, en consecuencia, en la patogenia del 
virus. En concreto, en la proteína VP1 del BKPyV detectada en dos pacientes con NAPV, se 
observó la sustitución de un aminoácido hidrofílico por uno hidrofóbico que podría afectar a la 
estructura secundaria y terciaria de la misma pudiendo alterar la patogenia del virus [Baksh et al., 
2001].  
En nuestro estudio, se llevó a cabo modelado por ordenador con cada una de las variantes 
detectadas en pacientes y controles de nuestro estudio en base a la estructura de la proteína VP1 de 
SV40 obtenida a una resolución de 3,1 Å [Stehle et al., 1996]. El objeto del mismo fue el de 
predecir el efecto en la estructura de la VP1 del BKPyV del conjunto de los cambios aminoacídicos 
observados en cada una de las formas analizadas. Las variantes 1 y 4 identificadas en los pacientes 
neurológicos PN5 y PN18, respectivamente, así como, en otros pacientes y controles y otras formas 
detectadas en trasplantados renales, trasplantados de médula ósea y en embarazadas demostraron 
presentar modificaciones considerables en la estructura de VP1 con respecto a la variable de 
referencia. Estos cambios podrían traducirse en alteraciones en la interacción entre VP1 y el 
receptor celular o incluso en modificaciones en las propiedades biológicas del virus. Se requerirían 
estudios funcionales para valorar de forma empírica el efecto de dichos cambios estructurales.  
En definitiva, en el presente trabajo de tesis doctoral, se ha desarrollado una metodología 
diagnóstica que ha permitido la detección y cuantificación simultánea de los poliomavirus humanos 
BK y JC, así como, la identificación de relaciones inusuales entre patología y agente causal, como 
es el caso de la infección neurológica debida al BKPyV. La caracterización de las variantes 
neurológicas de dicho virus, no ha permitido encontrar determinantes de neurovirulencia como los 
detectados en el JCPyV, aunque sí se han podido identificar factores que podrían tener influencia 
en la patogenia del BKPyV.






1.- The internally-controlled multiplex real-time PCR developed in the present thesis is suitable for 
the diagnosis of polyomavirus BK and JC infection, providing a sensitive, reproducible and 
specific quantification of the viral load of both viruses in samples of patients with associated 
pathologies.   
2.-The median viral load of polyomavirus BK in the cerebrospinal fluid of neurological patients 
was 9 x 10
3
 copies/ml with a range from 6x 102 copies/ml to 2 x 106 copies/ml and no differences 
were seen with polyomavirus JC viral load in the cerebrospinal fluid of progressive multifocal 
leukoencephalopathy patients. 
3.- The archetypal conformation of BK polyomavirus regulatory region was predominant in the 
neurological patients, renal transplant recipients, bone marrow transplant recipients and pregnant 
women, therefore, rearrangements are not sufficient per se to create neurotropic strains or to induce 
neurotropism. 
4.-Five out of six early and four out of six late rearranged promoters from BK polyomavirus 
neurological strains showed significantly higher activity than the corresponding archetypal 
promoter in transfection studies with Vero cells. 
5.- BK polyomavirus subtype I is the most prevalent subtype in the neurological patients and in 
other groups of patients and controls, such as renal transplant recipients, bone marrow transplant 
recipients and pregnant women and, consequently, there is no specific subtype associated to BK-
related neurological infection. 
6.- BK polyomavirus isolates from either neurological patients, renal transplant recipients or bone 
marrow transplant recipients do not carry specific VP1 amino acid substitutions, hence, VP1 amino 
acid substitutions seem to be neither a necessary nor a sufficient condition for the development of 
the BK polyomavirus-associated neurological infection or other pathologies. 
7.- A significant accumulation of amino acid substitutions in the BC loop of BK polyomavirus 
VP1, while a decreased tendency for EF loop mutations was found through the analysis of the VP1 
whole protein in neurological patients, renal transplant recipients, bone marrow transplant 
recipients and pregnant women. 
 8.- Molecular modelling indicated that some VP1 variants of BK polyomavirus identified in 
neurological patients, renal transplant recipients, bone marrow transplant recipients and pregnant 
women may have altered host cell receptor binding properties. 
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